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RESUMO 
 
O crescente interesse no comportamento dos carotenoides e ésteres de carotenoides 
durante o processo de digestão e seu impacto na saúde humana, faz dos ensaios de 
bioacessibilidade in vitro destes compostos um dos tópicos mais atuais de estudo na 
área de Alimentos e Nutrição. Aspectos desafiadores relacionados à análise de 
carotenoides e ésteres de carotenoides nos alimentos, requisito para determinação 
da sua bioacessibilidade, e aos métodos de digestão in vitro utilizados para este fim, 
foram abordados nesta tese. A identificação do perfil nativo de ésteres de 
carotenoides é frequentemente negligenciada devido à complexidade desta análise. 
Dentre outros fatores, interferentes lipídicos que permanecem no extrato quando a 
saponificação não é realizada prejudicam ou mesmo impedem a identificação dos 
compostos. Nesse sentido, um novo procedimento de limpeza pré-cromatográfico em 
duas etapas foi desenvolvido para tornar viável a análise da composição nativa de 
carotenoides de murici, uma fruta da Amazônia. Os interferentes (principalmente 
triacilglicerois) foram eficientemente removidos após separação física seguida de 
cromatografia em coluna aberta, possibilitando a identificação de 35 carotenoides 
(seis carotenoides livres, 14 monoésteres, e 15 diésteres) no extrato não saponificado 
de murici, por HPLC-DAD(APCI)MS/MS, enquanto apenas 6 compostos foram 
identificados quando a limpeza não foi realizada. Além disso, a publicação recente, 
pela ação INFOGEST, de um novo método de digestão in vitro de consenso 
internacional, chamou a atenção para a necessidade de padronização das condições 
de digestão simulada de alimentos em todo o mundo. O método INFOGEST, no 
entanto, não contempla passos chave para a determinação da bioacessibilidade de 
carotenoides, e tem se mostrado trabalhoso, demorado e oneroso. Diante disso, este 
método foi adaptado para análise de carotenoides com as etapas de separação da 
fração micelar e extração de carotenoides das micelas, e aplicado com sucesso na 
determinação da bioacessibilidade de ésteres de carotenoides de murici e de 
carotenoides em um amplo grupo de alimentos que são fontes destes compostos. Os 
resultados obtidos com o método INFOGEST adaptado foram comparados aos 
encontrados com métodos mais simples, tradicionalmente utilizados para estimar a 
bioacessibilidade de carotenoides e ésteres de carotenoides. O método INFOGEST 
adaptado forneceu valores de bioacessibilidade de carotenoides e ésteres de 
carotenoides de murici maiores do que os resultados obtidos usando o método de 
digestão que vinha sendo utilizado em nosso laboratório, publicado em 2014. A 
bioacessibilidade variou de 4 a 29%, dependendo do método utilizado e da estrutura 
do carotenoide, e, em geral, carotenoides livres apresentaram maior eficiência de 
micelarização. Quando comparado ao primeiro método de digestão in vitro adaptado 
para carotenoides, publicado em 1999, o método INFOGEST adaptado forneceu 
estimativas similares de bioacessibilidade de carotenoides tanto em alimentos 
individuais como combinados, e uma correlação positiva foi encontrada entre os dois 
conjuntos de dados. Ainda, a adição de ovo cozido à salada vegetal aumentou a 
bioacessibilidade in vitro de luteína e licopeno, enquanto a co-digestão com salmão 
promoveu maior micelarização de -caroteno, -caroteno e luteína, 
independentemente do método de digestão empregado. Com os resultados obtidos 
durante este período 3 artigos foram submetidos a revisão por pares e publicados em 
periódicos internacionais indexados.  
 
 
 
ABSTRACT 
The interest in understanding the fate of carotenoid and carotenoid esters through the 
digestion process and its impact in human health is growing, making their 
bioaccessibility assays one of the most innovative issues of study in the field of Food 
and Nutrition. Challenging aspects related to the analysis of carotenoids and 
carotenoid esters in foods, which is a requirement for assessing their bioaccessibility, 
and to the in vitro digestion methods used for this purpose were addressed in this 
thesis. The identification of the native carotenoid profile of foods is often overlooked 
because of the complexity of such analysis. Among other factors, interfering lipids that 
remain in the extract when no saponification step is carried out impair or even preclude 
the compound identification. In this sense, a new pre-chromatographic two-step 
cleanup procedure was developed to make feasible the identification of the native 
carotenoid composition of murici, an Amazonian fruit. Interfering compounds (mainly 
triacylglycerides) were efficiently removed after physical separation followed by open 
column chromatography, thereby allowing the identification of 35 carotenoids (six free 
carotenoids, 14 monoesters and 15 diesters) in non-saponified extracts from murici by 
HPLC-DAD(APCI)MS/MS, whereas only 6 compounds were identified when no 
cleanup procedure was performed. In addition, a recent publication of a new in vitro 
digestion method as an international consensus by the INFOGEST action drew 
attention to the necessity for standardization of the in vitro digestion conditions of foods 
at the international level. The INFOGEST method, however, does not address crucial 
steps needed to assess the carotenoid bioaccessibility, and it is more laborious, time-
consuming and expensive than the traditionally used ones. Therefore, the INFOGEST 
method was adapted for carotenoid analysis by coupling the steps of micellar fraction 
separation and carotenoid extraction from the micelles, which allowed the successful 
determination of the in vitro bioaccessibility of carotenoid esters in murici and 
bioaccessibility of carotenoids in a large group of carotenoid-rich foods. The results 
obtained with the adapted INFOGEST method were compared to those found using 
relatively simple and consolidated in vitro digestion models, traditionally used to 
estimate the bioaccessibility of carotenoids and carotenoid esters. The adapted 
INFOGEST method provided values of carotenoid and carotenoid ester bioaccessibility 
in murici higher than the results obtained using the digestion method that was being 
used in our laboratory, published in 2014. The carotenoid bioaccessibility ranged from 
4 to 29%, depending on the digestion method and carotenoid structure, and free 
carotenoids overall presented higher efficiencies of micellarization than free 
carotenoids and monoesters. Moreover, compared with the first in vitro digestion 
method adapted for carotenoids, published in 1999, the adapted INFOGEST method 
generally provided similar estimates of carotenoid bioaccessibility during the digestion 
of both individual and combined foods, and a positive correlation was found between 
the two sets of data. Furthermore, addition of cooked egg to the vegetable salad 
increased the in vitro bioaccessibility of lutein and lycopene, while the co-digestion of 
pan-fried salmon promoted the micellarization of -carotene, -carotene and lutein, 
regardless of the digestion method employed. Three scientific papers were published 
in international peer-reviewed indexed journals with the results obtained during this 
period.  
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1. INTRODUÇÃO GERAL  
Doenças crônico-degenerativas relacionadas ao cenário de 
envelhecimento da população mundial têm superado as doenças infecciosas em 
morbidade e mortalidade (WHO, 2014). Estudos epidemiológicos têm mostrado 
consistentemente uma relação inversa entre o consumo de carotenoides e seus níveis 
plasmáticos e a redução do risco de desenvolvimento de doenças degenerativas 
relacionadas à idade, como a degeneração macular (Seddon et al., 1994; Wu et al., 
2015). Além disso, alguns carotenoides são precursores de vitamina A, nutriente 
indispensável para a visão e sistema imunológico e cuja deficiência está relacionada 
a cegueira e mortalidade devido a doenças infecciosas, principalmente em gestantes 
e crianças (WHO, 2009). A prevenção é a maneira mais econômica no combate às 
deficiências de nutrientes e às doenças relacionadas à idade, e uma possível 
estratégia é a intervenção nutricional. Em ambos os casos, a inclusão de alimentos 
que contêm carotenoides provitamina A (FAO/OMS, 2002) e carotenoides em geral 
na dieta tem sido incentivada (USDHHS/USDA, 2015). 
Entretanto, para exercer suas atividades biológicas benéficas à saúde, os 
carotenoides devem ser liberados da matriz alimentícia após a ingestão, solubilizados 
nas gotículas lipídicas, transferidos para micelas mistas para a sua captação por 
células epiteliais absortivas que revestem o intestino delgado, para posteriormente 
serem incorporados em quilomícrons e secretados para os tecidos alvo (Furr & Clark, 
1997). Em outras palavras, estes compostos devem estar primeiramente 
bioacessíveis e, portanto, a estimativa dos teores dos carotenoides presentes em 
alimentos não considera o impacto da digestão no trato gastrointestinal. Assim sendo, 
o teor destes compostos no alimento não é necessariamente indicativo da quantidade 
que é acessível para absorção no intestino delgado. 
Nesse sentido, estudos de bioacessibilidade são essenciais. Vários 
métodos de digestão in vitro têm sido adaptados por grupos de pesquisa ao redor do 
mundo para estimar a bioacessibilidade de componentes dos alimentos, ou seja, a 
fração dos compostos disponíveis para captação pelos enterócitos após o processo 
digestivo. Garrett e colaboradores (1999) publicaram o primeiro método de digestão 
in vitro especificamente adaptado para carotenoides (chamado “Original” nesta tese 
pelo seu pioneirismo). Esse método com ou sem modificações e métodos derivados 
deste têm sido tradicionalmente utilizados para estimar a bioacessibilidade de 
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carotenoides de alimentos em laboratórios de todo o mundo. Uma destas 
metodologias derivadas foi implementada em nosso laboratório para avaliar a 
bioacessibilidade in vitro de luteína de produtos lácteos adicionados de ésteres de 
luteína (Xavier et al., 2014). Entretanto, uma ação da European Cooperation in 
Science and Technology (COST) chamada INFOGEST, publicou recentemente um 
novo método de digestão in vitro aplicado a matrizes alimentícias como um consenso 
internacional (Minekus et al., 2014). Este método consiste de um protocolo geral, que 
prevê alteração do procedimento para acomodar as necessidades mais específicas 
de cada composto alvo, e assim não contempla a separação da fração micelar 
contendo carotenoides após a digestão, como também não aborda a extração destes 
compostos. Estes passos, entretanto, são chave para o estudo da bioacessibilidade 
de carotenoides (Etcheverry et al., 2012). Desta forma, o Capítulo 4 desta tese mostra 
a adaptação do método INFOGEST para a análise de carotenoides. A implementação 
do método harmonizado é um desafio, principalmente pelo alto custo e tempo 
demandado para realização dos ensaios de atividade enzimática. Este fato levanta a 
questão sobre as diferenças que podem ser encontradas comparando os resultados 
obtidos com o método INFOGEST com os obtidos usando métodos de digestão in 
vitro relativamente simples e consolidados para a determinação da bioacessibilidade 
de carotenoides, como por exemplo os métodos Original (Garret et al., 1999) e o 
proposto por Xavier et al. (2014), tornando pertinente a comparação dos resultados 
obtidos entre os métodos para matrizes alimentícias simples e mais complexas 
(Capítulos 4 e 5).  
Nos estudos de bioacessibilidade in vitro de carotenoides, poucos são os 
que tratam da identificação dos compostos formados e/ou bioacessíveis após a 
digestão. Especialmente, são restritos os dados na literatura em relação à 
bioacessibilidade in vitro individual de ésteres de carotenoides em alimentos. O estudo 
da composição destes compostos é relevante pois esta é a forma com que as 
xantofilas são naturalmente encontradas em alguns alimentos comumente 
consumidos e consequentemente, esta é a forma na qual são ingeridos (Capítulo 4). 
Entretanto, análise de ésteres de carotenoides é considerada um desafio devido ao 
amplo número de estruturas de carotenoides esterificados com diferentes ácidos 
graxos que podem ser encontradas em um extrato, mas principalmente devido à 
presença de interferentes que podem atrapalhar a separação e identificação correta 
dos carotenoides por HPLC-DAD-MS/MS.  
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A identificação e quantificação de ésteres de carotenoides em alimentos é 
o primeiro passo para que se possa avaliar sua bioacessibilidade in vitro. Porém, a 
ocorrência destes compostos é geralmente ignorada, não apenas após a digestão 
simulada, devido à dificuldade da análise. A acilação com ácidos graxos não altera o 
cromóforo dos carotenoides, de forma que todos os diferentes ésteres de uma mesma 
xantofila apresentam exatamente o mesmo espectro de absorção UV-Vis. Dessa 
forma, o emprego de espectrometria de massas é imprescindível na identificação de 
ésteres de carotenoides. Além disso, para que não haja a hidrólise dos ésteres, o 
procedimento de saponificação não pode ser empregado para remover interferentes 
do extrato, como lipídeos e clorofilas. Como resultado, os triacilglicerois (TAG) 
remanescentes no extrato não saponificado podem prejudicar as análises de ésteres 
de carotenoides por MS devido ao alto ruído e à supressão da ionização. TAG também 
apresentam sinais cromatográficos mais intensos que os dos carotenoides e ésteres 
de carotenoides e têm padrões de fragmentação no espectro de massas semelhantes 
aos destes compostos, prejudicando sua identificação por HPLC-DAD-MS/MS. Isso 
leva à necessidade de desenvolvimento de novos procedimentos de limpeza efetivos 
para remover os interferentes potenciais (Capítulo 3).  
Diante do exposto, tanto a identificação de ésteres de carotenoides por LC-MS 
quanto o estudo da bioacessibilidade in vitro destes compostos podem ser 
considerados tópicos inovadores e murici, uma fruta da Amazônia, foi utilizada como 
amostra modelo para o desenvolvimento deste estudo. Além disso, a comparação dos 
resultados de bioacessibilidade de carotenoides obtidos usando o método de digestão 
in vitro proposto pela INFOGEST com aqueles obtidos por métodos mais simples pode 
trazer respostas práticas para grupos de pesquisa interessados em carotenoides.  
 
2. OBJETIVOS  
A presente tese tem como objetivos principais:   
 
1) Desenvolver um método de limpeza para extratos de carotenoides não-
saponificados a fim de auxiliar na identificação de ésteres de carotenoides em 
frutos com considerável quantidade de lipídeos.   
 
17 
 
2) Identificar carotenoides e ésteres de carotenoides em frutos de murici 
(Byrsonima crassifolia L.). 
 
3) Adaptar o método INFOGEST para avaliação da bioacessibilidade in 
vitro de carotenoides usando murici (Byrsonima crassifolia L.), uma fruta da 
Amazônia, como fruta modelo. 
 
4) Avaliar a bioacessibilidade de carotenoides e seus ésteres em murici 
(Byrsonima crassifolia L.) utilizando dois métodos de digestão in vitro. 
 
5) Comparar o método de digestão in vitro proposto por Garret et al. (1999) 
com o método padronizado INFOGEST quanto a estabilidade e 
bioacessibilidade de carotenoides em alimentos individuais (cenoura, tomate, 
espinafre, mamão, manga, extrato de tomate, gema de ovo cozida e salmão 
frito) e combinados (salada vegetal composta por cenoura, tomate, espinafre, 
com ou sem adição de ovo cozido e/ou salmão frito). 
 
6) Comparar o valor preditivo e experimental de bioacessibilidade in vitro 
de carotenoides da combinação de alimentos vegetais na salada mencionada 
acima.  
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1. Carotenoides  
Os carotenoides se encontram amplamente distribuídos no reino vegetal, 
animal e em microrganismos. Humanos são incapazes de sintetizar carotenoides de 
novo e os obtêm exclusivamente através da dieta, primariamente de frutas e vegetais 
frescos ou processados, mas também de alimentos de origem animal em menor 
extensão. Assim como os humanos, animais não sintetizam carotenoides, mas várias 
espécies são capazes de acumular e metabolizar estes compostos provenientes da 
alimentação (Schweiggert & Carle, 2017). O perfil plasmático de carotenoides 
tipicamente reflete os tipos de carotenoides presentes em frutas e vegetais 
recentemente consumidos (Curran-Celentano et al., 2001) e seus níveis são 
considerados os melhores marcadores biológicos para o consumo de frutas e vegetais 
(Mayne et al., 2010; Aguilar et al., 2014). Considerando apenas carotenoides não 
esterificados, aproximadamente 40 dos mais de 750 carotenoides já identificados na 
natureza estão presentes na dieta humana, sendo as xantofilas luteína, zeaxantina, e 
-criptoxantina, e os carotenos -caroteno, -caroteno e licopeno os mais prevalentes 
(Khachik et al., 1997). Estes carotenoides totalizam 90-95% do total tipicamente 
detectados no plasma (Olmedilla et al., 2001).  
 
1.1. Estrutura 
Os carotenoides constituem um grande grupo de compostos lipofílicos, 
geralmente tetraterpênicos, construídos por unidades isoprenoides (Figura 1). A 
estrutura básica consiste em um esqueleto linear e simétrico com uma série de 
ligações duplas conjugadas (l.d.c.), que gera um sistema de ressonância de elétrons 
 e corresponde ao cromóforo. Os elétrons se deslocam ao longo de toda a cadeia 
poliênica e absorvem luz na região visível do espectro eletromagnético, com forte 
absorção na região de 400 a 500 nm (Mercadante, 2008). Alguns carotenoides, no 
entanto, não possuem o número mínimo de l.d.c. necessárias para absorver na região 
visível (7 l.d.c.), como os precursores incolores fitoeno e fitoflueno (três e cinco l.d.c., 
respectivamente) (Meléndez-Martínez et al., 2007; Meléndez-Martínez et al., 2015). 
Além da cor, essa característica estrutural é responsável pelas funções e atividades 
dos carotenoides, como reatividade química, forma molecular, e atividade como 
desativadora de espécies reativas (Britton, 1995). Carotenoides podem agir como 
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antioxidantes in situ no trato gastrointestinal (Halliwell et al., 2000; Goupy et al., 2012) 
e proteger células e tecidos contra os efeitos deletérios causados pelo excesso de 
espécies reativas de oxigênio (ROS) e nitrogênio (RNS) (Rodrigues et al., 2012a; 
Rodrigues et al., 2012b; Rodrigues et al., 2012c; Chisté et al., 2011). 
 
    Isopreno
     8 unidades de isopreno (C40)
    Estrutura do licopeno
 
Figura 1. Estrutura básica dos carotenoides. (Adaptado de Semih Ötles & Özlem 
Çagindi (2008)). Destacado em cinza, o cromóforo da molécula (11 l.d.c) responsável 
pelo padrão de absorção de luz no espectro eletromagnético. Espectro de absorção 
no visível do licopeno em éter de petróleo, extraído de Britton et al. (2004). 
 
O esqueleto básico dos carotenoides pode ser modificado nas 
extremidades com diferentes grupos terminais (Figura 2), e desta forma, carotenoides 
acíclicos, monocíclicos ou dicíclicos são formados. Juntamente com o grupamento  
presente nas estruturas do licopeno, fitoeno e fitoflueno, os anéis  e  são os mais 
comumente encontrados e ocorrem na maioria dos carotenoides presentes na dieta e 
plasma humanos. Carotenoides que apresentam um anel  não substituído, ligado a 
uma cadeia poliênica de 11 carbonos, apresentam atividade de provitamina A. Além 
disso, na natureza os carotenoides existem primariamente na forma (all-E)- mais 
estável, mas seus isômeros geométricos Z- podem ser formados por exposição à luz, 
calor ou ácidos (Zepka & Mercadante, 2009; Meléndez-Martínez et al., 2014). 
Enquanto isômeros (all-E)- geralmente apresentam moléculas longas, lineares e 
rígidas, seus homólogos Z- apresentam curvaturas na cadeia (Figura 3). Além de 
afetar a atividade de provitamina A, esta diferença estrutural está relacionada às 
diferentes propriedades de agregação, solubilidade, reatividade química, absorção de 
luz, cristalização e nas capacidades destes compostos de compor estruturas 
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supramoleculares e encaixar em estruturas subcelulares, quando comparado aos 
isômeros (all-E)- (Meléndez-Martínez et al., 2013; Britton, 1995; Milanowska et al., 
2003). 
 

     

 
Figura 2. Grupos terminais de carotenoides (Adaptado de Britton et al. (2004)). 
  
Baseado na sua composição, os carotenoides podem ser subdivididos em dois 
grupos: aqueles que contêm apenas carbono e hidrogênio na sua estrutura são 
chamados carotenos (por exemplo -caroteno e licopeno), enquanto aqueles que 
contêm pelo menos uma função química com oxigênio, como grupamentos cetônico, 
hidroxil ou epóxido, são chamados xantofilas (por exemplo luteína e -criptoxantina) 
(Figura 3). As xantofilas que são mono-hidroxiladas ou di-hidroxiladas podem ser 
encontradas naturalmente esterificadas com diferentes ácidos graxos, e assim 
constituem os chamados ésteres de carotenoides. Apesar da falta de evidências 
científicas, é provável que esterases (Britton, 1998; Schweiggert & Carle, 2017) ou 
xantofila acil-transferases (Delgado-Pelayo & Hornero-Méndez, 2012) catalisem a 
reação do ácido carboxílico do ácido graxo com o grupamento álcool (hidroxila) da 
xantofila (com consequente eliminação de uma molécula de água) durante a 
biossíntese dos carotenoides. A esterificação pode ocorrer em uma ou em duas das 
hidroxilas das xantofilas, formando os monoésteres ou os diésteres dos carotenoides, 
respectivamente. Dessa forma, a xantofila mono-hidroxilada -criptoxantina pode 
formar monoésteres, ao passo que a xantofila di-hidroxilada luteína pode ser 
encontrada na forma de mono ou diéster. Ainda, quando a molécula da xantofila di-
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hidroxilada exibe uma estrutura assimétrica, como no caso da luteína, que apresenta 
um anel  e um anel  hidroxilados nas posições 3- e 3’-, tanto a monoesterificação 
da molécula quanto a diesterificação com dois ácidos graxos diferentes pode levar a 
formação de dois regioisômeros distintos, ou seja, dois monoésteres ou dois diésteres 
diferentes (Figura 4). Os diésteres compostos por dois ácidos graxos diferentes são 
chamados heterodiésters, enquanto os formados por ácidos graxos idênticos formam 
um homodiéster. O fato de que apenas um carotenoide pode ser encontrado formando 
ésteres nas mais diversas combinações com diferentes ácidos graxos e em diferentes 
formas isoméricas, aumenta ainda mais a variabilidade de estruturas de carotenoides 
que podem ser encontradas na natureza.  
 
 
Figura 3. Estrutura de carotenos e xantofilas frequentemente encontrados em 
alimentos. 
Carotenos 
 
(all-E)-α-caroteno 
 
(all-E)-β-caroteno 
 
(all-E)-fitoflueno 
 
(all-E)-licopeno 
 
Xantofilas 
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(all-E)-zeaxantina 
 
(all-E)-β-criptoxantina 
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Figura 4. Possíveis sítios de esterificação da luteína, uma xantofila di-hidroxilada 
assimétrica. Destacado em cinza, o cromóforo da molécula (10 l.d.c), comum a todas 
as estruturas.  
 
Ésteres de carotenoides apresentam diferentes propriedades físico-
químicas quando comparado com sua xantofila livre correspondente. Tem sido 
demonstrado que ésteres são mais estáveis (Khachik & Beecher, 1988; Schweiggert 
et al., 2007; Mertz et al., 2010), o que foi relacionado ao aumento considerável da 
lipossolubilidade em relação às xantofilas livres, proporcionando uma melhor 
integração nas membranas e reduzindo assim a susceptibilidade a condições 
adversas do ambiente (Minguez-Mosquera & Hornero-Méndez, 1994). Ainda, a 
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estabilidade dos ésteres de carotenoides foi associada ao número de ligações duplas 
na cadeia dos ácidos graxos acilados, sendo menor a estabilidade quanto maior o 
número de insaturações (Minguez-Mosquera & Hornero-Méndez, 1994), e com o grau 
de esterificação, sendo diésteres mais estáveis que seus monoésteres 
correspondentes (Subagio et al., 1996; Miki et al.,1983). A acilação de carotenoides a 
ácidos graxos, também através da diminuição da polaridade, afeta a localização do 
carotenoide em estruturas subcelulares como lipossomas e micelas. Enquanto 
xantofilas livres se encontram na superfície destas estruturas, ésteres de carotenoides 
maiores e mais apolares são provavelmente situados no núcleo hidrofóbico de micelas 
ou membrana lipídicas, como acontece com os carotenos (Bowen et al., 2002; Chung 
et al., 2004). Ésteres de carotenoides são, inclusive, mais lipossolúveis que os 
carotenos (Fernández-García et al., 2007).  
Em síntese, a estrutura dos carotenoides determina suas ações e 
propriedades incluindo cor, estabilidade, agregação, cristalização, solubilidade, 
hidrofobicidade e pode determinar sua interação com outros componentes dos 
alimentos ou do ambiente, e seu destino no trato gastrointestinal. Em outras palavras, 
a determinação do perfil de carotenoides é o primeiro passo para entender o 
comportamento destes compostos em qualquer sistema, seja ele biológico ou não.  
O consumo de carotenoides tem sido relacionado a várias atividades 
biológicas benefícas para a saúde. Carotenoides provitamina A são responsáveis por 
70 a 90% da ingestão total de vitamina A em países subdesenvolvidos, constituem a 
fonte predominante de vitamina A para vegetarianos e sua totalidade para veganos 
(Weber & Grune, 2012). Em adição à reconhecida atividade pró-vitamínica A de 
alguns carotenoides, estudos in vitro e in vivo têm sugerido potenciais funções 
biológicas dos carotenoides não provitamínicos A, como proteção contra radiação UV 
(Aust et al., 2005; Kopec et al., 2015), e diminuição do risco de desenvolvimento de 
doenças crônico-degenerativas, como degeneração macular (Sabour-Pickett et al., 
2012) e certos tipos de câncer (Giovannucci et al., 2002; Antwi et al., 2016). 
Considerando que alimentos comumente consumidos contém ésteres de 
carotenoides e que, consequentemente, esta forma também é ingerida, um crescente 
interesse pela composição nativa de carotenoide de alimentos é observado. 
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1.2 Análise de ésteres de carotenoides por HPLC-DAD-MS/MS 
Após a extração dos carotenoides com solvente orgânico, uma etapa de 
saponificação é geralmente realizada para a hidrólise alcalina de ésteres de 
carotenoides e remoção de lipídios e clorofilas interferentes, concomitantemente 
extraídos. Apesar de reconhecida por facilitar a análise de carotenoides, a 
saponificação pode levar a perdas quantitativas de carotenoides e gerar artefatos de 
análise devido à alteração estrutural de alguns destes compostos, dependendo do tipo 
de alimento (Amorim-Carrilho et al., 2014). Além disso, em alimentos que possuem 
ésteres de carotenoides, a informação sobre a composição nativa destes compostos 
é completamente perdida (Mercadante et al., 2017).  
Na análise de ésteres de carotenoides a etapa de saponificação é omitida, 
e no extrato não saponificado, as xantofilas podem ser encontradas formando ésteres 
nas mais diversas combinações, com diferentes ácidos graxos e em diferentes formas 
isoméricas. O número elevado de compostos distintos, mas com características 
químicas e estruturais semelhantes que são possíveis de serem encontrados neste 
tipo de extrato, aumenta a complexidade da análise em relação ao respectivo extrato 
saponificado. Além disso, a acilação com um ou dois ácidos graxos nas hidroxilas dos 
grupos terminais da xantofila não modifica o cromóforo da molécula, e assim todos os 
diferentes ésteres de uma mesma xantofila apresentam exatamente o mesmo 
espectro de absorção na região do UV-visível (UV-Vis). Esses fatores, somados à 
baixa disponibilidade comercial de padrões autênticos de ésteres de carotenoides, 
tornam a utilização de cromatografia líquida de alta eficiência (HPLC) acoplada a 
detectores de UV/Vis, por exemplo arranjo de diodos (DAD), e de massas (MS) a 
técnica de escolha para a separação, identificação e quantificação de ésteres 
carotenoides.  
Etapas pré-cromatográficas 
Como mencionado acima, para manter os ésteres de xantofila intactos, a 
saponificação não pode ser usada para remover lipídios dos extratos de carotenoides. 
Além da complexidade intrínseca do perfil de carotenoides de um extrato não 
saponificado, os altos teores de triacilglicerois (TAG) remanescentes no extrato 
prejudicam a identificação dos carotenoides por HPLC-DAD-MS/MS. Os TAG 
mostram sinais cromatográficos superiores aos dos carotenoides e ésteres de 
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carotenoides, e alguns TAG têm padrões de fragmentação de massas semelhantes 
aos dos ésteres de carotenoides, dificultado a identificação correta dos carotenoides. 
Ainda, a grande quantidade de TAG causa alto ruído e mesmo supressão da ionização 
de carotenoides na fonte APCI (modo positivo) durante a análise por HPLC-MS 
(Breithaupt & Schwack, 2000; Breithaupt et al., 2002). Uma vez que a presença de 
TAG torna a identificação de carotenoides muito mais difícil, procedimentos de 
limpeza pré-cromatográficos foram realizados em alguns estudos.  
Breithaupt et al. (2002) propuseram uma etapa de purificação por 
cromatografia em coluna aberta (OCC) em sílica gel, na qual a coluna foi lavada duas 
vezes com éter de petróleo para remover os TAG, enquanto os ésteres de 
carotenoides mais polares foram eluídos com misturas de acetona em éter de 
petróleo. Este procedimento foi aplicado para a análise de mono- e diésteres de 
luteína em frutas; entretanto, para a oleoresina de Tagetes, um passo prévio de 
hidrólise enzimática com lipase de C. rugosa foi necessário. Porém, como a separação 
em sílica é baseada na polaridade e os TAG e os carotenos apresentam polaridades 
muito próximas, este procedimento não pode ser aplicado para avaliar todo o perfil 
nativo de carotenoides, uma vez que os carotenos podem eluir juntamente com os 
TAG durante a lavagem da coluna com éter de petróleo. No mesmo ano, o mesmo 
grupo de pesquisa (Breithaupt & Bamedi, 2002) publicou um protocolo similar para 
análise de ésteres de carotenoides de batatas, com uma etapa enzimática adicional 
(suspensão de lipase contendo Novozym 868 L e lipolase em tampão fosfato pH 7,4) 
para hidrólise de TAG. Como as enzimas mencionadas acima não estão mais 
disponíveis comercialmente, recentemente Bijttebier et al. (2014) relataram a 
aplicação de diferentes enzimas no procedimento de limpeza para a análise de 
ésteres de carotenoides em oleoresina de páprica. Neste caso, foram adicionados 
surfactante (noctil sulfato de sódio), sais biliares, solução de NaCl (5 mM) Lipozyme 
CALB L e Lipozyme TL 100 L em tampão fosfato/metanol (1:1). De acordo com os 
autores, os ésteres de xantofilas não foram hidrolisados pelo protocolo de limpeza 
descrito, e a maior parte dos lipídios foi removida seletivamente, permitindo a 
identificação e quantificação de ésteres de carotenoides por HPLC-MS. Entretanto, 
muitas vezes as enzimas não estão prontamente disponíveis em alguns países. Estes 
resultados mostram a necessidade de desenvolvimento de métodos de limpeza 
simples e acessíveis que permitam a avaliação do perfil completo de carotenoides em 
várias amostras contendo carotenos e ésteres de carotenoides. 
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Separação 
A abordagem cromatográfica é um passo chave na análise de ésteres de 
carotenoides dada a complexidade dos extratos não saponificados. O número de 
possíveis ésteres de xantofilas encontrados neste tipo de extrato pode ser bastante 
elevado, e muitas vezes testar vários gradientes de solvente não é garantia de 
separação total e eficiente, e boa resolução dos picos. Apesar disso, testes com 
diferentes condições cromatográficas e gradientes de eluição são importantes para 
alcançar a melhor separação possível (Petry & Mercadante, 2016).  
Os carotenoides geralmente são separados em colunas de fase reversa, e 
o mesmo é verdadeiro para seus ésteres. Alguns estudos utilizaram colunas C18 para 
a separação de ésteres (Delgado-Pelayo & Hornero-Méndez, 2012; Delgado-Pelayo 
et al., 2014; Delgado-Pelayo et al., 2016; Zhong et al., 2016), mas a fase estacionária 
C30 têm sido amplamente utilizada para a separação de ésteres de carotenoides em 
extratos de diferentes matrizes, como frutas (Giuffrida et al., 2015; Murillo et al., 2013; 
Petry & Mercadante, 2016) e pseudo-frutas (Schweiggert et al., 2016), legumes 
(Breithaupt & Bamedi, 2002), grãos (Mellado-Ortega & Hornero-Méndez, 2015), flores 
(Breithaupt et al., 2002), chás (Abdel-Aal & Rabalski, 2015), animais e microrganismos 
(Breithaupt, 2004). Apesar de depender fortemente da informação e sensibilidade dos 
detectores (UV/Vis e MS), a identificação tentativa de regioisômeros de ésteres de 
carotenoides foi descrita principalmente em colunas C30, concebidas para a separação 
de isômeros de carotenoides (Abdel-Aal & Rabalski, 2015; Breithaupt et al., 2002; 
Mellado-Ortega & Hornero-Méndez, 2012; Petry & Mercadante, 2016; Schweiggert et 
al., 2005; Ziegler et al., 2015). Além disso, outra prática empregada é o isolamento de 
frações do extrato de carotenoides não saponificado por HPLC semi-preparativa em 
coluna C18 para posterior identificação dos regioisômeros dos ésteres de carotenoides 
em coluna analítica C30 (Atienza et al., 2007; Mellado-Ortega & Hornero-Méndez, 
2012; Ziegler et al., 2015). Para a separação na coluna de C30, gradientes de eluição 
são sempre utilizados, com a fase móvel constituída principalmente por misturas de 
metanol, éter metil terc-butílico (MTBE) e água. 
Identificação 
Para a identificação de ésteres de carotenoides, pelo menos a informação 
combinada fornecida por ordem de eluição cromatográfica, características do espectro 
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UV/Vis (comprimento máximo de onda de absorção (max), estrutura fina espectral (% 
III/II) e intensidade do pico cis (% AB/AII)) e características do espectro de massas (que 
permitam designar o peso molecular e o padrão de fragmentação) devem estar 
disponíveis.  
Ordem de eluição 
Apesar das co-eluições recorrentes de alguns ésteres de carotenoides, 
algumas características gerais de ordem de eluição podem ser esboçadas. Por 
exemplo, a ordem de eluição dos isômeros cis/trans de ésteres nas colunas C30 e C18 
segue a mesma ordem que a dos isômeros de xantofilas livres e carotenos (Holtin et 
al., 2009). Outra característica observada para os ésteres de carotenoides, 
semelhante à já relatada para xantofilas livres na coluna C30, é que os carotenoides 
que possuem anel 5,8-furanoide geralmente eluem após seu correspondente 5,6-
epoxicarotenóide (Faria et al., 2009). Com relação ao ácido graxo (AG) acilado, o 
tempo de retenção em colunas de fase reversa geralmente aumenta à medida que o 
peso molecular do AG acilado também aumenta, para uma dada xantofila (Khachik & 
Beecher, 1988a). No entanto, uma xantofila acilada com um AG insaturado elui antes 
do que a acilada com o AG saturado com o mesmo número de carbonos (Khachik, 
2009). Para o mesmo carotenoide, os homodiésteres eluem antes dos heterodiésteres 
com o mesmo peso molecular, mas acilados com AG diferentes. Por exemplo, (9Z)-
violaxantina dimiristato, esterificado com 14:0 em ambas as extremidades, eluiu antes 
do (9Z)-violaxantina caprato-miristato, acilado com 10:0 e 14:0 (Petry & Mercadante, 
2016). Para ésteres de xantofilas assimétricas, os monoésteres acilados na posição 
3'-O- eluem antes do que os correspondentes 3-O-regioisômeros, enquanto os 
heterodiésteres acilados na posição 3'-O- com o AG de maior peso molecular eluem 
antes do seu regioisômero 3-O- correspondente na coluna C30 (Breithaupt et al., 2002; 
Mellado-Ortega & Hornero-Méndez, 2012; Ziegler et al., 2015). Embora as 
características da ordem de eluição em fase reversa possam ser muito úteis para a 
identificação tentativa de ésteres de carotenoides, não é possível a identificação 
confiável destes compostos com base apenas em ordem de eluição ou tempo de 
retenção.  
Espectro UV-Vis 
Como os ésteres de xantofilas apresentam os mesmos espectros UV/Vis 
de suas xantofilas livres correspondentes, a diferenciação entre xantofilas livres e 
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aciladas depende, pelo menos, das características de eluição e da espectrometria de 
massas (MS).  
Espectro de massas 
A utilização de espectrometria de massas em tandem ou sequencial 
(MS/MS) é de particular importância na análise de ésteres de carotenoides porque 
gera maior informação estrutural com base no padrão de fragmentação e maior 
sensibilidade. Padrões de fragmentação característicos e fragmentos diagnósticos 
podem auxiliar na identificação e distinção entre compostos similares. Muitos métodos 
de ionização estão disponíveis, mas a fonte ionização química à pressão atmosférica 
(APCI) é a mais utilizada para todos os carotenoides, uma vez que moléculas 
protonadas ([M+H]+) abundantes, tanto de carotenos como de xantofilas, são 
formadas nesta fonte de ionização operando no modo positivo (Van Breemen et al., 
2012). 
Os espectros de massas dos diferentes ésteres de carotenoides 
geralmente apresentam a [M+H]+, com exceção dos ésteres de luteína, para os quais 
a molécula protonada raramente é detectada. Além da [M+H]+, monoésteres 
apresentam um fragmento que corresponde à perda neutra de um ácido graxo [M+H-
AG]+, cujo valor de m/z corresponde ao valor da [M+H]+ diminuída do peso molecular 
do ácido graxo eliminado, enquanto diésteres geram, além dos fragmentos 
correspondentes à perda de cada um dos AG, [M+H-AG1]+ e [M+H-AG2]+, o fragmento 
[M+H-AG1-AG2]+, com valor de m/z correspondendo ao valor da [M+H]+ diminuída do 
peso molecular dos dois AG acilados. Além disso, fragmentos característicos da 
cadeia poliênica de carotenoides, como a eliminação de tolueno (92 u), são sempre 
detectados por MS/MS, assim como o esqueleto carbônico característico da xantofila, 
representado pelo peso molecular da xantofila com um próton (molécula protonada) 
diminuída de 18 u ou 36 u correspondendo, respectivamente, às perdas de água de 
um ou dois grupos hidroxila.  
Algumas características de fragmentação podem ajudar na diferenciação 
entre ésteres de xantofilas análogas comumente encontrados em extratos de frutas e 
vegetais, como é o caso dos ésteres de luteína e zeaxantina. Estas xantofilas 
compartilham o mesmo peso molecular (568 u), de forma que os fragmentos gerados 
a partir de perdas de resíduos de um mesmo AG são semelhantes entre elas, assim 
como o fragmento correspondente ao esqueleto carbônico de m/z 533. Entretanto, a 
luteína apresenta uma molécula assimétrica com um anel  e um anel  terminais, 
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enquanto a zeaxantina é simétrica, com dois anéis  terminais. Esta diferença 
estrutural possibilita a diferenciação de ésteres destas xantofilas por características 
espectroscópicas UV-Vis e de MS. A molécula protonada [M+H]+ da luteína 
geralmente tem uma intensidade muito baixa ou não é detectada, mas a localização 
exata da esterificação na molécula dessa xantofila é identificada considerando que a 
perda do substituinte (um grupo hidroxila ou um ácido graxo) ligado ao anel  é 
favorecida devido à sua posição alílica à ligação dupla do anel, quando comparada à 
perda do substituinte ligado ao anel β. Consequentemente, no primeiro caso 
(substituinte ligado ao anel ε), o fragmento gerado na fonte é mais estável e apresenta 
um sinal de m/z mais intenso do que o gerado no segundo caso (substituinte ligado 
ao anel β), o que possibilita a identificação dos diferentes regioisômeros (Breithaupt 
et al., 2002). Ésteres de zeaxantina, por outro lado, não apresentam substituinte em 
posição alilíca à ligação dupla e a presença da [M+H]+ no espectro de massas (MS) 
de seus ésteres é sempre detectada. 
De fato, um consistente progresso tem sido feito nos últimos anos com 
relação ao desenvolvimento de métodos de HPLC/MS para identificação de ésteres 
de carotenoides. Ainda assim, devido ao elevado número de compostos e 
consequentemente de picos na corrida cromatográfica (muitos deles de baixa 
intensidade), similaridade das estruturas e problemas de co-eluição, a identificação 
de ésteres de carotenoides continua sendo um desafio.  
 
1.3. Bioacessibilidade in vitro de carotenoides  
Enquanto vários estudos epidemiológicos têm associado o consumo de 
carotenoides de frutas e vegetais com a diminuição do risco de desenvolvimento de 
doenças crônicas não transmissíveis (Van Poppel, 1996), estudos de intervenção 
clínica com suplementação de carotenoides puros frequentemente não confirmam 
estes achados, e até mesmo encontram resultados negativos (Omenn et al., 1996; 
Lee et al., 1999). Os resultados divergentes encontrados pelos diferentes estudos 
podem estar relacionados a uma gama muito ampla de fatores, mas não se pode 
descartar as diferenças na forma como os carotenoides são administrados e como se 
encontram depositados na matriz alimentícia ou veículo, as diferentes estruturas 
químicas de carotenoides administrados, as interações com os componentes da 
matriz alimentícia e com outros componentes da dieta, na quantidade que é de fato 
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absorvida, secretada em quilomícrons e eventualmente alcança os tecidos ou órgãos 
alvo, na variabilidade de resposta entre indivíduos, entre outros. Todos estes fatores 
estão intimamente relacionados à bioacessibilidade e biodisponibilidade de 
carotenoides.  
A bioacessibilidade é definida como a fração de um composto que é 
liberada da matriz alimentícia no trato gastrintestinal durante a digestão e está 
disponível para absorção intestinal (Canene-Adams & Erdman Jr., 2009). A soma da 
bioacessibilidade de um composto à sua absorção, metabolismo, transporte, 
distribuição no organismo e bioatividade é conhecida como biodisponibilidade, e 
representa a fração do componente ingerido disponível no local de ação para 
utilização em funções fisiológicas normais (Fernández-García-et al., 2012; Guerra et 
al., 2012). Devido ao seu caráter lipofílico, os carotenoides liberados da matriz e 
transferidos para a fase lipídica do bolo alimentar precisam primeiramente ser 
incorporados em micelas mistas de sais biliares (micelarizados) para estarem 
disponíveis para a assimilação por células da mucosa intestinal, o que acontece 
predominantemente no intestino delgado (Bohn et al., 2017). Como apenas a 
quantidade de carotenoide micelarizada é considerada bioacessível, a micelarização 
é o primeiro, mas crítico passo para a biodisponibilidade dos carotenoides.  
Sais biliares e enzimas pancreáticas são fundamentais para a 
micelarização dos carotenoides. Sais biliares formam micelas mistas com ácidos 
graxos livres, monoglicerídeos, diglicerídeos, liso-fosfolipídeos e colesterol livre 
gerados a partir da digestão enzimática de TAG, fosfolipídeos e ésteres de colesterol 
(Borel et al., 1996; Mutsokoti et al., 2017), nas quais os carotenoides são incorporados. 
Os carotenos provavelmente se localizam no núcleo hidrofóbico, enquanto as 
xantofilas mais polares se encontram na superfície (Canene-Adams & Erdman Jr., 
2009, Figura 5). A etapa de micelarização é essencial para a assimilação de 
compostos lipofílicos porque micelas constituem um veículo pelo qual estes 
compostos difundem através das barreiras de muco e água que separam a mucosa 
do lúmen intestinal até a superfície apical dos enterócitos, células epiteliais absortivas 
que revestem o intestino (Kopec & Failla, 2017). Estudos de bioacessibilidade in vitro 
têm confirmado o comprometimento da micelarização de carotenoides quando sais 
biliares ou enzimas pancreáticas são omitidas (Garret et al., 1999; Biehler et al., 2011). 
Sem pancreatina, os valores de bioacessibilidade de carotenos sofreram redução de 
aproximadamente 50% do valor original (digestão in vitro com enzimas e bile), 
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enquanto que na ausência de bile menos de 1% dos carotenoides foram micelarizados 
(Garret et al., 1999).  
 
 
 
Figura 5. Carotenoides nas micelas mistas. (Adaptado de Kirstie Canene-Adams & 
John W. Erdman Jr., 2009). 
 
A bioacessibilidade de carotenoides pode ser afetada por diferentes 
fatores, como estrutura e propriedades físico-químicas dos próprios carotenoides, 
barreiras naturais físicas e químicas na matriz alimentícia ou veículo no qual estão 
inseridos, suas formas de deposição, e presença de outros compostos no alimento, 
refeição ou na dieta que promovam ou inibam sua liberação da matriz ou 
micelarização. Além disso, o efeito aditivo, sinérgico ou antagônico entre dois ou mais 
destes fatores pode modular a bioacessibilidade dos carotenoides em um determinado 
alimento. Por exemplo, em geral o processamento resulta na diminuição do teor de 
carotenoides totais do alimento e no aumento da sua bioacessibilidade (Hornero-
Mendez & Minguez-Mosquera, 2007; Ryan et al., 2008; Benlloch-Tinoco et al., 2015). 
Este fato ocorre devido à ruptura da matriz alimentícia que facilita a liberação dos 
carotenoides, facilitando sua solubilização nas micelas mistas. Entretanto, tem sido 
demonstrado que, em alguns casos, a quebra das paredes e estruturas celulares 
vegetais por tratamentos como alta pressão ou térmicos não aumenta 
necessariamente a bioacessibilidade dos carotenoides, e que outros fatores 
relacionados especificamente à composição de um alimento estudado, como a 
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presença de pectina, podem impactar decisivamente a bioacessibilidade destes 
compostos (Palmero et al., 2014; Palmero et al., 2016; Barba et al., 2017).  
Uma ampla faixa de valores de bioacessibilidade in vitro (i.e., porcentagem 
da quantidade de carotenoide encontrada no alimento que particionou em micelas 
mistas) é encontrada na literatura (Tabela 1). Além dos fatores mencionados acima, 
intrínsecos do carotenoide, do alimento e da dieta, a alta variabilidade dos dados está 
intimamente relacionada às diferentes formas de preparo de amostra previamente à 
etapa de digestão simulada, aos diferentes métodos de digestão in vitro utilizados 
(quantidade de enzima, bile, condições de incubação), à adição de óleo durante a 
digestão, e nas etapas da análise de carotenoides após este procedimento, como 
centrifugação ou filtração da fração aquosa contendo micelas e saponificação. Apesar 
desta variabilidade, algumas características gerais podem ser observadas para alguns 
alimentos, conforme descrito abaixo. 
Apesar da clara contribuição dos alimentos de origem vegetal para a 
ingestão de carotenoides, a absorção de carotenoides a partir de alimentos de origem 
vegetal é considerada relativamente ineficiente, devido principalmente a fatores 
relacionados a bioacessibilidade destes compostos. Para frutas e vegetais crus não 
processados, valores de bioacessibilidade de -caroteno de 2,5 e 1,3% foram 
encontrados após a digestão in vitro de cenoura e abóbora, respectivamente (Reboul 
et al., 2006). Estes vegetais estão entre os que mais contribuem para ingestão de 
vitamina A no Brasil (Vargas-Murga et al., 2016). No mesmo estudo, enquanto a 
eficiência de micelarização de licopeno variou de 0,1% em tomate a 0,4% em 
melancia, a bioacessibilidade de luteína foi 51,9 e 48,6% nas respectivas frutas, e 43,9 
e 37,5% em cenoura e espinafre, demonstrando que a hidrofobicidade do carotenoide 
impacta negativamente na sua bioacessibilidade. Este fato pode estar relacionado à 
localização dos carotenos hidrofóbicos no núcleo das gotículas lipídicas, o que pode 
afetar sua transferência para micelas, bem como no núcleo hidrofóbico das micelas, 
devido ao ambiente hidrofílico do lúmen gastrointestinal. Estévez-Santiago et al. 
(2016) avaliaram a bioacessibilidade in vitro de carotenoides em frutas que contribuem 
para a ingestão de -criptoxantina na Espanha e encontraram valores de 
bioacessibilidade menores que 10%, independentemente do carotenoide ou da fruta 
analisada. Valores baixos de bioacessibilidade de β-caroteno (0,5%) e licopeno (1,8%) 
também foram relatados após a digestão in vitro de cenoura e tomate, 
respectivamente, enquanto quantidades significativamente maiores de β-caroteno 
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(22,6%) e de licopeno (33,2%) foram transferidos para micelas mistas quando gac fruit 
foi submetida à digestão simulada (Muller-Maatsch et al., 2017). Apesar desta fruta 
apresentar teor de lipídeos superior (11% base úmida) que a cenoura e o tomate 
(<1%), os autores atribuíram as diferenças de bioacessibilidade à forma física de 
deposição dos carotenoides nos respectivos alimentos. Na gac fruit os carotenoides 
se encontram armazenados em pequenos cromoplastos de forma arredondada, 
provavelmente depositados na forma de cristais submicroscópicos. Já na cenoura e 
tomate, carotenoides são encontrados em grandes cromoplastos cristalinos em forma 
de agulha. Os pequenos agregados de carotenoide em gac fruit possuem uma razão 
superfície-volume muito maior que os grandes agregados cristalinos encontrados em 
cenoura e tomate, favorecendo a rápida dissolução dos carotenoides na fase lipídica 
durante a digestão. A baixa bioacessibilidade de carotenoides de cenouras e tomate 
crus também foi relatada em outros trabalhos da literatura (Tabela 1), e provavelmente 
está relacionada à deposição dos carotenoides em grandes agregados sólido-
cristalinos nos cromoplastos, seu conteúdo lipídico insignificante e à constituição e 
rigidez da parede celular vegetal (Lemmens et al., 2014; Schweiggert & Carle, 2017; 
Zhang et al., 2016). De fato, em vegetais, os carotenoides estão incorporados em 
vários níveis de estruturas subcelulares, como cloropastos (vegetais verdes folhosos 
ou frutos verdes), cromoplastos de diferentes formatos (frutos e vegetais de polpa 
amarelada a avermelhada), complexos proteicos e paredes rígidas de células 
vegetais, que funcionam como barreiras naturais físicas e químicas da matriz à sua 
liberação (Lemmens et al., 2014; Schweiggert & Carle, 2017). Além disso, esse tipo 
de alimento geralmente apresenta baixo teor de lipídeos, e quantidade significativa de 
fibras e outros fitoquímicos, o que em conjunto, pode prejudicar a bioacessibilidade 
de carotenoides. Lipídeos atuam positivamente na bioacessibilidade de compostos 
lipofílicos, enquanto que fibras e fitoquímicos podem, respectivamente, atrapalhar a 
formação de micelas ou reduzir a atividade de enzimas por aumento da viscosidade, 
e competir com os carotenoides pela micelarização (Palafox-Carlos et al., 2011; 
Verrijssen et al., 2014). Dessa forma, processos que causam a ruptura de estruturas 
celulares vegetais e aumentam o teor de lipídeos da refeição são, muitas vezes, 
estratégias para promover o aumento da bioacessibilidade de carotenoides neste tipo 
de alimento (Tabela 1). 
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Tabela 1. Bioacessibilidade in vitro de carotenoides (%) em diferentes matrizes alimentícias 
 Carotenoide Amostra 
Bioacessibilidade 
(%) a 
Método de digestão in vitro Referência 
F
ru
ta
s
 
Luteína Melancia, cru 48,6 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Tomate, cru 51,9 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Tomate, processado 57,4 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
Zeaxantina Goji berry, cru 6,7 INFOGEST modificadoc Hempel et al. (2017) 
 Goji berry, cru +b 13,3 INFOGEST modificado Hempel et al. (2017) 
-Criptoxantina Caqui, cru 0,8 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Laranja, cru 1,1 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Melancia, cru 9,8 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Nêspera, cru 0,1 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Pêssego, cru 3,3 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Pimentão vermelho, cru 6,3 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Tangerina, cru 0,3 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Tangerina cv Ponkan, cru 42 INFOGEST adaptadod Petry & Mercadante (2017) 
 Tangerina cv Rio, cru 33 INFOGEST adaptado Petry & Mercadante (2017) 
 Tangerina cv Murcott, cru 39 INFOGEST adaptado Petry & Mercadante (2017) 
-Caroteno Caqui, cru 4,6 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Laranja, cru 0,9 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Pimentão vermelho, cru 3,5 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
-Caroteno Caqui, cru 9,1 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Gac fruit, cru 22,6 INFOGEST modificado Müller-Maatsch et al. (2017) 
 Laranja, cru 1,8 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Melancia, cru 6,1 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Nêspera, cru 0,1 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
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 Pêssego, cru 1,5 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Pimentão vermelho, cru 3,5 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Tangerina cv Rio, cru 28 INFOGEST adaptado Petry & Mercadante (2017) 
 Tangerina cv Murcott, cru 36 INFOGEST adaptado Petry & Mercadante (2017) 
 Tangerina, cru 1,5 INFOGEST modificado Estévez-Santiago et al. (2016) 
 Tomate, processado 6,0 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
Licopeno Gac fruit, cru 33,2 INFOGEST modificado Müller-Maatsch et al. (2017) 
 Melancia, cru 0,3 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Tomate, cru 0,1 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Tomate, cru 1,8 INFOGEST modificado Müller-Maatsch et al. (2017) 
 Tomate, cru + 2,2 INFOGEST modificado Müller-Maatsch et al. (2017) 
 Tomate, processado 1,6 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
V
e
g
e
ta
is
 
Luteína Cenoura, cru 43,9 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Cenoura, enlatada 53,8 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Espinafre, folhas 37,5 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Espinafre, cozido 47,8 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Espinafre, picado 48,1 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
-Caroteno Abóbora, cru 6,7 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Cenoura, cru 1,6 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Cenoura, enlatada 3,4 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Cenoura, purê 8,9 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
-Caroteno Abóbora, cru 1,3 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Cenoura, cru 2,6 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Cenoura, enlatada 2,7 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Cenoura, purê 4,4 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
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 Cenoura, cru 0,5 INFOGEST modificado Müller-Maatsch et al. (2017) 
 Cenoura, cru + 2,9 INFOGEST modificado Müller-Maatsch et al. (2017) 
 Espinafre, folhas 2,4 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Espinafre, cozido 17,4 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
 Espinafre, picado 5,2 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
A
n
im
a
is
 
Astaxantina 
Salmão cultivado em 
cativeiro, cru 
12 
Chitchumroonchokchai et al. 
(2004) 
Chitchumroonchokchai & Failla (2017) 
 Salmão selvagem, cru 43 
Chitchumroonchokchai et al. 
(2004) 
Chitchumroonchokchai & Failla (2017) 
B
e
b
id
a
s
 
Luteína Bebida cajá com água 11,8 INFOGEST adaptado  Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
desnatado 
25,3 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
integral 
31,4 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
Zeaxantina Bebida cajá com água 7,4 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
desnatado 
11,8 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
integral 
12,9 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
-criptoxantina Bebida cajá com água 5,2 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
desnatado 
9,8 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
integral 
19,5 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Suco de laranja cv. 
Sanguinello 
91,9 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de damasco 73,3 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
-Caroteno Suco de cenoura  14,5 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
  16,3 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de damasco 47,7 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de tomate 19,9 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
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 Bebida cajá com água 4,3 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
desnatado 
5,5 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
integral 
6,6 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
-Caroteno Suco de cenoura 14,1 Garret et al. (1999) Reboul et al. (2006) 
  19,4 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de damasco 49,4 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de tomate 46,2 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Bebida cajá com água 4,1 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
desnatado 
5,2 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
 
Bebida cajá com leite 
integral 
7,0 INFOGEST adaptado Da Costa & Mercadante (2017) 
Licopeno Suco de tomate 15,3 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de damasco 32,6 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
Fitoeno Suco de cenoura 31,8 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de damasco 89,3 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 
Suco de laranja cv. 
Sanguinello 
96,8 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de tomate 61,7 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
Fitoflueno Suco de cenoura 26,7 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de damasco 64,2 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 
Suco de laranja cv. 
Sanguinello 
94,5 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
 Suco de tomate 50,1 Corte-Real et al. (2014) Mapelli-Brahm et al. (2017) 
a A porcentagem de bioacessibilidade representa a fração percentual da quantidade de carotenoide do alimento que foi transferida para micelas mistas durante 
a digestão in vitro. b Símbolo (+) ao lado da descrição do alimento indica adição de óleo na amostra antes ou durante a digestão; c Minekus et al. (2014) 
modificado para carotenoides;  d Minekus et al. (2014) adaptado para carotenoides por Rodrigues et al. (2016).
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Em produtos de origem animal, diferenças marcantes na composição 
química, estruturas e formas de deposição de carotenoides também são observadas. 
Além da presença de lipídeos, na gema de ovo os carotenoides são encontrados em 
estado líquido dissolvido principalmente na fração LDL, composta por TAG, ésteres 
de colesterol, fosfolipídeos (Schweiggert & Carle, 2017), o que provavelmente 
favorece sua liberação. Em uma investigação com humanos, a luteína foi mais 
biodisponível quando consumida a partir de ovos do que espinafre (Chung et al., 
2004). Bioacessibilidade de astaxantina de 43% foi relatada após a digestão in vitro 
de salmão selvagem cru (43%) (Chitchumroonchokchai & Failla, 2017). Dessa forma, 
produtos de origem animal também são fontes de carotenoides bioacessíveis.  
Além de alimentos individuais, as combinações de alimentos ou bebidas 
têm sido objeto de algumas investigações nos últimos anos, e podem modular positiva 
ou negativamente a bioacessibilidade de carotenoides. Uma diminuição de 
aproximadamente 35% na micelarização de (all-E)--caroteno e (Z)--caroteno de 
batata-doce de polpa laranja foi observada quando co-digerida com sucos de 
grapefruit (3,1 e 15,9% para 0,4 e 4,3%, respectivamente) (Poulaert et al., 2012), o 
que foi atribuído à competição pela micelarização entre o -caroteno da batata e o 
licopeno ou mais provavelmente a naringina do citros. A bioacessibilidade total de 
carotenoides foi maior durante a digestão in vitro de uma bebida preparada com polpa 
congelada de cajá e leite desnatado (8,3%) e integral (11,9%) em comparação do 
preparo com água (5,2%), ou seja, o aumento da bioacessibilidade dos carotenoides 
acompanhou o aumento da quantidade de lipídios no leite utilizado (Da Costa & 
Mercadante, 2017). O impacto positivo de lipídeos na bioacessibilidade in vitro de 
carotenoides é bem aceito na literatura (Huo et al., 2007; Failla et al., 2014). Uma nova 
abordagem de promoção da bioacessibilidade é a co-digestão de alimentos que 
possam fornecer lipídeos juntamente com alimentos ricos em carotenoides como 
frutas e vegetais, em contraste com a simples adição de óleo vegetal ou gordura pura. 
Neste novo conceito de “alimentos/ingredientes excipientes”, a promoção da 
bioacessibilidade de carotenoides de frutas e vegetais pode ser alcançada através da 
combinação destes alimentos com molhos, iogurte, sorvetes, bebidas entre outros 
(McClements, 2013; Soukoulis et al., 2014; McClements et al., 2015). Estudos em 
humanos já têm demonstrado que a combinação de um alimento rico em carotenoides 
com um segundo alimento contendo lipídeos pode ser uma estratégia para promover 
o aumento da absorção de carotenoides sem adição externa de óleo, a ainda fornecer 
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diferentes nutrientes e compostos bioativos. Por exemplo, o co-consumo de abacate 
fresco (contendo 23 g lipídeos) com refeições contendo alimentos ricos em 
carotenoides (molho de tomate ou cenouras) aumentou significativamente a absorção 
dos carotenoides (Kopec et al., 2014). Ainda, a adição de ovos mexidos a uma salada 
contendo vegetais crus ricos em carotenoides aumentou a absorção de carotenos e 
xantofilas (Kim et al., 2015).  
O tipo de carotenoide consumido no alimento é outro fator que pode afetar 
sua distribuição no trato gastrointestinal ou sua taxa de absorção intestinal. Os 
carotenoides podem ser naturalmente encontrados na forma livre ou esterificados com 
diferentes ácidos graxos em alimentos, e numa refeição contendo frutas, vegetais e 
produtos de origem animal, todas estas formas estruturais de carotenoides são 
ingeridas. A esterificação modifica algumas propriedades físico-químicas da molécula 
de carotenoides e assim pode influenciar a bioacessibilidade destes compostos 
(Pérez-Gálvez & Mínguez-Mosquera, 2005). Por exemplo, a hidrofobicidade dos 
carotenoides afeta a eficiência com a qual eles são transferidos para as micelas mistas 
(Sy et al., 2012).  
Entretanto, não há consenso na literatura sobre a influência da esterificação 
dos carotenoides na sua bioacessibilidade e biodisponibilidade. Estudo em humanos 
mostrou biodisponibilidade semelhante de -criptoxantina quando os indivíduos foram 
alimentados com refeições contendo -criptoxantina livre e misturas de ésteres de -
criptoxantina (Breithaupt et al., 2003). Da mesma forma, a suplementação com luteína 
e ésteres de luteína não causou diferença significativa na biodisponibilidade de luteína 
(Chung et al., 2004). Por outro lado, maior biodisponibilidade de zeaxantina foi 
observada após a ingestão de uma refeição com dipalmitato de zeaxantina em 
comparação com uma refeição contendo quantidade equivalente de zeaxantina na 
forma não esterificada (Breithaupt et al., 2004). Do mesmo modo, diésteres de luteína 
apresentaram biodisponibilidade aproximadamente 61% maior que a da luteína livre 
(Bowen et al., 2002). Em outro estudo, ainda, o teor de luteína sérico foi 
significativamente maior após o consumo de suplementos contendo luteína livre em 
comparação com suplementos contendo sua forma esterificada (Norkus et al., 2010). 
Apesar dos resultados contraditórios quanto à extensão da biodisponibilidade entre 
formas livres e esterificadas, em conjunto, estes estudos mostram que provavelmente 
os ésteres devem ser hidrolisados à forma livre antes da absorção, já que apenas a 
forma livre foi encontrada na corrente sanguínea após a ingestão de ésteres de 
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xantofilas (Furr & Clark, 1997; Bowen et al., 2002; Chung et al., 2004). Pequenas 
quantidades de ésteres de luteína foram detectadas em tecidos humanos (Granado et 
al., 1998; Wingerath et al., 1988) e animais (Tyczkowski & Hamilton, 1996; Breithaupt 
et al., 2003a) após suplementação a longo prazo com altas doses de ésteres de 
luteína. No entanto, mesmo em estudos de suplementação crônica, é notável que 
quantidades substanciais de luteína livre são liberadas na circulação quando os 
ésteres de luteína são consumidos. Estes resultados evidenciam a existência de um 
sistema eficaz de clivagem enzimática no lúmen intestinal (Breithaupt et al., 2003; 
Bone & Landrum, 2010; Bowen et al., 2002).  
Ainda que o papel da esterificação no destino das moléculas de 
carotenoides no trato gastrointestinal não seja totalmente compreendido, e que 
apenas as formas livres sejam consideradas absorvidas, é importante que se 
considere a estrutura química apresentada pelos carotenoides no alimento quando se 
avalia a bioacessibilidade in vitro para chegar o mais próximo possível da condição 
real. 
São restritos os trabalhos que consideram a ocorrência de ésteres de 
carotenoides durante a digestão in vitro, e poucos os que relatam a identificação 
destes compostos. Em um dos primeiros estudos que mostraram que ésteres de 
carotenoides são de fato incorporados nas micelas, a bioacessibilidade de zeaxantina 
total (livre, mono- e diesterificada) variou de 50-70% para pimentões e abóbora, 
enquanto apenas 24% da zeaxantina de wolfberry foi micelarizada 
(Chitchumroonchokchai & Failla, 2006). As frações micelares obtidas após a digestão 
in vitro destes alimentos continham médias combinadas de 81, 44 e 11% de 
zeaxantina nas formas livre, mono- e diesterificadas, respectivamente. Apesar da 
diferença de processamento dos alimentos antes da digestão (pimentões frescos, 
abóbora cozida e wolfberry reidratada), os autores destacaram que a eficiência de 
micelarização de zeaxantina total foi inversamente associada à quantidade relativa de 
diésteres deste carotenoide nos alimentos estudados (os diésteres representavam 
95% do total de zeaxantina em wolfberry, e 36% do teor de zeaxantina nos pimentões). 
Dessa forma, os autores sugeriram que a hidrólise de diésteres de zeaxantina durante 
a digestão pode ser o passo limitante para micelarização deste carotenoide nestes 
alimentos. Além disso, a maior extensão de hidrólise de ésteres de luteína e, 
consequentemente, de geração de luteína livre, foi associada a uma maior 
bioacessibilidade deste carotenoide após a digestão in vitro de produtos lácteos com 
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maior teor de lipídeos (entre leite integral, semi-desnatado, desnatado e seus 
respectivos iogurtes) adicionados de ésteres de luteína (Xavier et al., 2014).  
Recentemente, a bioacessibilidade de carotenoides e ésteres de 
carotenoides de cultivares de tangerinas foi relatada (Petry & Mercadante, 2017). No 
geral, a bioacessibilidade dos ésteres de carotenoides variou de 18 a 33%, e foi similar 
à bioacessibilidade de β-caroteno (16–36%) e menor que a de β-criptoxantina não 
esterificada (33–42%) em todos cultivares. Da mesma forma, a transferência de 
ésteres de carotenoides para as micelas (2,9–8,9%) foi similar à de carotenos (4,1–
8,3%), e menos eficiente que a de xantofilas livres (5,2-34,6%) em bebidas preparadas 
com polpa de cajá congelada em água e leite (Da Costa & Mercadante, 2017), apesar 
da diferença na bioacessibilidade de ésteres e carotenos entre as duas amostras. 
Ainda, zeaxantina livre foi mais bioacessível (6,7%) que zeaxantina dipalmitato (2,3%) 
após a digestão in vitro de goji berries (Hempel et al., 2017).  
 
1.3.1 Métodos para estudo da bioacessibilidade in vitro de carotenoides 
Enquanto a biodisponibilidade é determinada através de métodos in vivo, a 
bioacessibilidade de um composto é tipicamente estabelecida em procedimentos in 
vitro. Os estudos in vitro têm sido desenvolvidos para simular a sequência de eventos 
que ocorrem durante a digestão no trato gastrointestinal humano, e muitas vezes 
permitem a concepção de ensaios específicos que não seriam possíveis de serem 
realizados in vivo por razões éticas. Dessa forma, métodos in vitro possibilitam 
explorar questões e construir hipóteses sobre o comportamento de compostos alvo 
durante o processo de digestão, além de permitir o screening inicial e sistemático de 
várias fontes de alimentos, suplementos e formulações, em diferentes composições, 
estruturas e níveis de processamento para o posterior design apropriado de estudos 
clínicos com humanos, mais demorados e trabalhosos, mas altamente focados e 
necessários (Failla et al., 2008; Alminger et al., 2014; Minekus et al., 2014). Os 
modelos in vitro são mais rápidos e de menor custo que os estudos in vivo, e 
especialmente para carotenoides, têm apresentado resultados consistentes com os 
obtidos nos estudos realizados com humanos, sendo uma ferramenta útil para 
predizer a biodisponibilidade relativa destes compostos (Reboul et al., 2006; Biehler 
& Bohn, 2010; Granado-Lorencio et al., 2010). Além disso, nenhum modelo animal 
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mimetiza completamente a absorção e o metabolismo de carotenoides em humanos 
(Lee et al., 1999).  
Os métodos in vitro podem ser classificados como estáticos, quando os 
processos físicos que ocorrem in vivo não são reproduzidos, ou ainda dinâmicos, 
quando os processos físicos são simulados incluindo novas variáveis como alterações 
na viscosidade, redução do tamanho de partícula, difusão e partição dos nutrientes 
(Fernández-García-et al., 2009). Alguns métodos in vitro mais sofisticados de modelos 
gastrointestinais dinâmicos incluem o Modelo Gástrico Dinâmico (DGM) desenvolvido 
pelo Institute of Food Research (Inglaterra) (Wickham & Faulks, 2008), o Modelo 
Gastrointestinal TNO (TIM) desenvolvido no TNO Nutrition and Food Research (Zeist, 
Holanda) (Minekus et al., 1995) e mais recentemente, o Simulador Gástrico Humano 
(HGS) desenvolvido na University of California (EUA) (Kong & Singh, 2010). 
Entretanto, estes métodos geralmente apresentam alto custo de execução por análise 
e requerem o uso de elevadas quantidades de amostra (100 a 500 g), impossibilitando 
o trabalho com compostos químicos puros, como padrões. 
Vários modelos estáticos de digestão in vitro vêm sendo propostos ou 
adaptados por grupos de pesquisa de todo o mundo para estimar a bioacessibilidade 
de componentes de alimentos. Garrett et al. (1999) publicaram o primeiro modelo de 
digestão in vitro especificamente adaptado para carotenoides, compreendendo as 
fases gástrica e duodenal. Este método foi inicialmente acoplado ao uso de culturas 
diferenciadas de células intestinais humanas Caco-2, para determinar a assimilação 
apical dos carotenoides incorporados em micelas mistas geradas durante a digestão 
in vitro. Desta forma, quantidades relativamente baixas de enzimas digestivas e bile, 
simulando o estado de jejum no lúmen do trato gastrointestinal foram empregadas 
neste procedimento estático para evitar danos às células Caco-2; quantidades de 
enzimas e sais biliares maiores, simulando condições luminais no estado alimentado, 
causam danos à monocamada celular. Muitos trabalhos limitaram o uso deste método 
à determinação da bioacessibilidade de carotenoides e outros fitoquímicos em 
alimentos vegetais, sem utilização de células Caco-2, facilitando o uso de maiores 
quantidades de enzimas digestivas e sais biliares para melhor refletir o estado 
alimentado (Wright et al., 2008; Failla et al., 2014).  De fato, este procedimento tem 
sido tradicionalmente empregado por laboratórios em todo o mundo por quase três 
décadas para estimar a bioacessibilidade de carotenoides em alimentos, e uma boa 
correlação (r  0,90, p<0,05) com dados de bioacessibilidade in vivo (conteúdo luminal 
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do intestino delgado) e dados de biodisponibilidade em indivíduos saudáveis foi 
relatada (Reboul et al., 2006).  
Várias modificações do método Original (Garret et al., 1999) foram 
publicados ao longo dos anos, como a inclusão da fase oral por Thakkar et al. (2007), 
e um destes métodos derivados foi implementado em nosso laboratório para 
determinar a bioacessibilidade de luteína em produtos lácteos adicionados de uma 
formulação contendo ésteres de luteína (Xavier et al., 2014). Este método é composto 
por etapas gástrica e duodenal e também foi utilizado para avaliar a bioacessibilidade 
in vitro de luteína em cupcakes fortificados com diferentes concentrações da 
formulação de ésteres de carotenoides (Xavier et al., 2017). 
Mais recentemente, um novo método de digestão in vitro aplicado a 
matrizes alimentícias foi publicado, como resultado de uma ação da European 
Cooperation in Science and Technology (COST) (Minekus et al., 2014). A ação 
INFOGEST do COST visa harmonizar as condições de digestão simulada de 
alimentos e propõe a padronização dos protocolos através deste método de consenso 
internacional, para permitir a comparação de resultados em toda a comunidade 
científica. Em geral, a falta de consenso para os parâmetros de digestão tem 
impossibilitado a comparação de resultados entre diferentes grupos de pesquisa. 
Entretanto, o método de digestão in vitro proposto pela INFOGEST é um protocolo 
geral e que prevê alteração do procedimento para acomodar as necessidades mais 
específicas de cada composto alvo, e assim não contempla a separação da fração 
micelar contendo carotenoides, como também não aborda a extração destes 
compostos. Isso leva à necessidade de adaptação do método para a análise de 
bioacessibilidade de carotenoides. 
O método INFOGEST se baseia em condições fisiológicas encontradas no 
trato gastrointestinal no estado alimentado. A principal diferença do método 
INFOGEST para os demais métodos estáticos de digestão in vitro está na utilização 
de enzimas com base na sua atividade específica determinada experimentalmente em 
cada laboratório antes do procedimento de digestão, o que aumenta o tempo e o custo 
necessários para a realização deste protocolo em comparação com métodos mais 
simples onde as enzimas são adicionadas em concentração (p/v da mistura digestiva).  
 Não há relatos sobre as diferenças que podem ser encontradas comparando 
os resultados obtidos com o método INFOGEST com os obtidos através de modelos 
relativamente simples e consolidados de digestão in vitro, como, por exemplo, o 
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método proposto por Garret et al. (1999) ou Xavier et al. (2014). Apesar do crescente 
número de publicações usando o método INFOGEST, sua correlação com dados in 
vivo ainda não foi estabelecida.  
 
2. Murici, uma fruta da Amazônia 
Dentre as regiões do Brasil, a Amazônia tem o maior potencial para a 
pesquisa de espécies vegetais, uma vez que possui uma das maiores biodiversidades 
do planeta. Explorar frutas nativas ou localmente produzidas e subutilizadas é um 
tópico importante para a biodiversidade de alimentos, conforme registrado pela FAO 
(2010). Além disso, estudos que abordam frutas nativas e inexploradas são 
interessantes porque o conhecimento sobre estas espécies pode trazer benefícios à 
população local e incentivar a preservação das plantas, dentre outros propósitos.  
O murici (Byrsonima crassifolia), também conhecido como muruci ou 
nanche, é uma árvore tropical nativa das regiões norte e nordeste do Brasil, também 
encontrada nos estados de Mato Grosso e Minas Gerais, além de alguns países da 
América Central e do Caribe. Seu pequeno fruto, com forma esférica e diâmetro de 
cerca de 1 a 2 cm (Figura 6), é apreciado pela população local por seu aroma 
incomum, semelhante ao do queijo (Alves & Franco, 2003). O murici é consumido in 
natura e, principalmente, na forma de sucos, sorvetes, geleias e licores. Quando 
madura, a fruta apresenta coloração amarela e polpa macia. As folhas, caule, casca, 
sementes e frutos de algumas espécies de Byrsonima, dentre elas a B. crassifolia, 
são utilizadas pelas populações locais no tratamento de problemas gastrintestinais e 
inflamações ginecológicas, infecções na pele e picadas de cobras (Ferreira, 2005). 
 
 
Figura 6. Frutos de murici (Byrsonima crassifolia).   
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Na literatura são encontrados estudos realizados com frutos de murici que 
apresentam uma grande variação de valores, como por exemplo, teores de fenólicos 
totais entre 80 e 937 equivalente de ácido gálico/100g e de vitamina C entre 0,4 e 148 
mg de ácido ascórbico/100g (Barreto et al., 2009; Silva et al., 2007, Souza et al., 2008; 
Rufino et al., 2009; Almeida et al., 2011). Porém, esta grande diferença não pode ser 
somente atribuída a efeitos edafoclimáticos. Dentre os compostos fenólicos 
majoritários de frutos de murici, identificados por HPLC-DAD-MSn, foram encontrados 
quercetina e ácido gálico (Gordon et al., 2011). 
O murici vem sendo estudado por nosso grupo de pesquisa nos últimos 5 
anos. Os resultados indicam que esta fruta possui luteína (17,27 g/g peso seco) e 
zeaxantina (3,53 g/g peso seco) como carotenoides majoritários (Mariutti et al., 
2013). O perfil de compostos fenólicos é caracterizado por um grande número de 
compostos, sendo a quercetina o composto fenólico majoritário (0,23 mg/g de murici 
liofilizado) (Mariutti et al., 2014). Ainda segundo trabalhos realizados por nosso grupo 
de pesquisa, o extrato de carotenoides de murici apresentou potente atividade de 
desativação de radicais peroxila, 12,8 vezes maior que a do padrão α-tocoferol 
(Mariutti et al., 2013). O extrato hidrofílico de murici também foi avaliado e mostrou-se 
capaz de desativar in vitro espécies reativas de oxigênio e nitrogênio fisiologicamente 
relevantes, bem como de inibir a oxidação de hemoglobina, a peroxidação lipídica e a 
depleção da glutationa (Mariutti et al., 2014). Porém, não foram encontrados na 
literatura estudos sobre a bioacessibilidade dos compostos de frutos de murici, nem 
sobre o perfil de ésteres de carotenoides. 
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a  b  s  t  r a  c t
Carotenoids  are  naturally found in both  free form and esterified  with  fatty  acids in most fruits;  however,
up  to  now  the  great  majority  of studies  only  evaluated  their composition  after  saponification.  This  fact
is  easily  explained  by  the  difficult  to analyze  carotenoid  esters.  Preliminary  studies  showed  that  cleanup
procedures  in the  extract are  necessary  for further  analysis  by  LC–MS/MS  since  triacylglycerols  (TAGs)
impair  the  MS  detection. Considering these  facts, we developed  a new  cleanup  procedure  to remove
TAGs  and  other  lipids from  carotenoid  fruit extracts.  This  procedure is based  on  physical  removal  of solid
lipids  at  low  temperature  followed by  open  column  chromatography  on MgO  and diatomaceous  earth.
Before  cleanup,  four carotenoid  diesters and two  free xanthophylls  were  identified  in murici  (Byrsonyma
crassifolia),  corresponding  to  about  65%  of the  total  chromatogram  area.  After carrying out the  two-step
cleanup  procedure, 35 carotenoids  were  identified,  being  14 monoesters, six  free carotenoids  and 15
carotenoid  diesters. We can  conclude  that this  two-step  procedure was successfully  applied to murici,
an  Amazonian fruit, which  contains high  amounts of lipids.
© 2016  Elsevier  B.V.  All rights  reserved.
1. Introduction
Carotenoids are natural pigments generally recognized as bioac-
tive compounds. Epidemiological studies have shown a  strong
association between consumption of fruits and vegetables contain-
ing carotenoids and reduced risk of developing non-communicable
diseases [1,2].
Carotenoids are  naturally found in both free form and esterified
with fatty acids in many fruits, flowers, animals, microorganisms
and algae, and those are the ingested forms of such compounds.
However, this fact is  often overlooked on several studies since
saponification is routinely done for carotenoid analyses in order to
hydrolyze esters, remove triacylglycerides (TAGs) and chlorophylls
[3,4].
Due to the high number of possible carotenoid esters in fruits,
commercial availability of very few authentic standards and since
all the esters of the same free carotenoid present exactly the
same UV–vis spectrum, their identification must include tan-
∗ Corresponding author.
E-mail address: lilianmariutti@gmail.com (L.R.B. Mariutti).
dem mass spectrometry (MSn)  studies. However, the presence of
high amounts of TAGs concomitantly extracted with carotenoids
interfere with the identification of carotenoid esters by liquid
chromatography-atmospheric pressure chemical ionization-mass
spectrometry (LC-APCI-MSn), turning it into a much more diffi-
cult and laborious procedure [5]. Preliminary studies conducted
in our  group showed that in  the non-saponified extracts of  fat-
containing fruits, TAGs show higher chromatographic signals than
carotenoid esters and some TAGs even have similar mass fragmen-
tation patterns than those of the carotenoid esters, impairing the
correct carotenoid identification. In addition, the high amount of fat
also causes high background noise in  APCI positive mode ionization
during LC–MS analysis.
Breithaupt  et al. [5] previously stated that “high contents of
triacylglycerides complicate LC–MS measurements” and proposed
purification of the carotenoid extract by open column chromatog-
raphy on silica gel, washing the column with petroleum ether
to remove triacylglycerides. Furthermore, additional enzymatic
hydrolysis of triacylglycerides with a combination of lipases acti-
vated by bile acids and calcium ions was necessary to  cleanup
potato extracts [6]. However, this procedure cannot be applied to
extracts containing carotenes since they would also elute from
http://dx.doi.org/10.1016/j.chroma.2016.06.039
0021-9673/© 2016 Elsevier B.V. All rights reserved.
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the silica column with petroleum ether. Enzymatic hydrolysis
with other lipases, without previous sample cleanup by open
column chromatography, was successfully applied to remove dia-
cylglicerides and triacylglycerides from paprika oleoresin and krill
oil aiming at determining the natural carotenoid profile of these
samples [7]. On the other hand, no pre-treatment was  carried
for analysis of carotenoid esters from orange juices [8] and from
tropical fruits from Panama [9]. Alternatively, two-dimensional
comprehensive liquid chromatography coupled to mass spectrom-
etry can be used to improve the separation of the carotenoids in
their native form, facilitating the identification [10,11].
In  this sense, we proposed a  new cleanup procedure to  remove
TAGs and other lipids from carotenoid extracts from fruits to  make
feasible the identification of carotenoid esters. The carotenoid pro-
file of murici (Byrsonyma crassifolia), an Amazonian fruit rich in
lipids, was determined by HPLC-APCI-MS/MS using the new two-
step procedure.
2. Material and methods
2.1.  Samples and standards
Murici  fruits (Byrsonima crassifolia) were acquired at “Ver-O-
Peso” market (Belém, Pará State, Brazil), washed and cut in  half to
remove the seeds as previously described by  Mariutti et al. [12].
After preparation, the samples were immediately frozen in liquid
nitrogen. The frozen murici fruits (pulp +  peel) were lyophilized
(Liobras model K105, São Paulo, Brazil) and ground (Black & Decker,
São Paulo, Brazil). The freeze-dried samples were homogenized,
vacuum packed and stored at −37 ◦C until analysis.
Standard of all-trans--carotene was purchased from Sigma-
Aldrich (St. Louis, MO,  USA). All-trans-lutein and all-trans-
-cryptoxanthin standards were donated by DSM Nutritional
Products (Basel, Switzerland).
2.2.  Carotenoid extraction
Freeze-dried  murici was rehydrated for 5 min  (ultrapure
water/sample, 2:1), Hyflosupercel® (Merck, Darmstadt, Germany)
was added and extraction was carried out by maceration with
acetone in a  mortar with a pestle for 2 min, followed by vac-
uum filtration through a filter paper [12]. The solid residue was
re-extracted four times. The filtered extracts were combined, parti-
tioned with petroleum ether/ethyl ether (1:2, v/v) and acetone was
removed by washing the ether phase with water. Residual water
was removed with anhydrous Na2SO4.
The extract obtained as described above was denominated crude
extract. One aliquot of the crude extract was concentrated in  a
rotary evaporator (<30 ◦C), dried under N2 flux and stored at −36 ◦C
until injection into the HPLC. Another aliquot was  subjected to the
cleanup procedure (as described in 2.3) to remove lipids and other
non-polar components, except carotenoids and carotenoid esters.
2.3.  Cleanup procedure
2.3.1.  Step 1: physical separation of fat
The crude extract was kept at −18 ◦C for 48 h under N2 atmo-
sphere for physical separation of fat. After that, the extract was
vacuum filtered under cold conditions in  an ice bath. The filtered
extract was concentrated in  a rotary evaporator (<30 ◦C), dried
under N2 flux and stored at −36 ◦C until injection into the HPLC,
and was denominated step 1 extract. Twenty-four hours freezing
was not enough to visually detect fat  separation.
2.3.2.  Step 2:  open column chromatography (OCC)
An open glass column (35 × 2.5 cm) was packed with
MgO:diatomaceous earth (1:1) under low vacuum given by  a
water aspirator to achieve about 25 cm height. The step 1 extract
was re-dissolved in 100 mL  petroleum ether and loaded into
the column, previously washed with 150 mL petroleum ether.
Interfering compounds such as TAGs were removed by washing
the column with 150 mL  petroleum ether. Carotenoids were eluted
with 50 mL  petroleum ether, 150 mL  ethyl acetate and 100 mL
methanol. The clean extract (denominated step 2 extract) was
concentrated in a rotary evaporator (<30 ◦C), dried under N2 flux
and stored at −36 ◦C until injection into the HPLC. This stationary
phase (MgO:diatomaceous earth) was  chosen because it allows the
easy separation of the interfering compounds (mainly TAGs) and
the carotenoids. The TAGs, which are colorless compounds with
no conjugated double bond system, do not interact with MgO;
therefore, they elute earlier than carotenoids possessing a system
of conjugated double bonds (colored compounds).
2.4. HPLC-DAD-MS/MS
The  carotenoids were separated on a C30 YMC  column (5 m,
250 × 4.6 mm  i.d.) (Waters, MA,  USA) kept at 35 ◦C in a  Shi-
madzu (Kyoto, Japan) high pressure liquid chromatograph (HPLC)
equipped with a quaternary pump (LC-20AD), degasser (DGU-
20A5), Rheodyne injection valve (20 L loop, Rohnert Park, CA,
USA), coupled in  series to a diode array detector (DAD) (SPDM20A)
and a  mass spectrometer with an ion trap analyser with atmo-
spheric pressure chemical ionization (APCI) source (AmaZon Speed
ETD, Bruker Daltonics, Bremen, Germany). The chromatographic
conditions were: mixtures of methanol, MTBE and water consti-
tuted solvents A (81:15:4, v/v/v) and B (16:80.4:3.6, v/v/v). The
linear gradient (1.0 mL/min) was  99% to 44% solvent A  in 39 min,
44% to  0% solvent A in 6 min, returning to  the initial condition (99%
solvent A) in  5 min  and remaining in this condition for 5  min, total-
ing a  55 min  run. UV–vis spectra were acquired from 200 to 600 nm
and processed at 270 nm (TAGs) and 450 nm (carotenoids). MS  con-
ditions were: APCI positive mode, corona current of 4000 nA, source
temperature of 450 ◦C, dry gas (N2) temperature of 350 ◦C at 5L/min,
nebulizer at 60 psi. MS  spectra were acquired in  the range of m/z
100–1200. MS/MS  was obtained in  automatic mode.
Carotenoid identification was  carried out through the com-
bined interpretation of all data obtained by chromatographic
elution  order, UV–vis spectra characteristics (maximum absorp-
tion wavelength (max), spectral fine structure (% III/II) and peak cis
intensity (% AB/AII)), mass spectra features (protonated molecule
([M +  H]+)  and MS/MS  fragments) and comparison with literature
data [5,12–16].
2.5.  Fatty acid composition
Total  lipids were extracted from the freeze-dried murici accord-
ing to Folch et al. [17] and used to determine the fatty acid
composition. Saponification and formation of fatty acid methyl
esters (FAME) were carried out according to Joseph & Ackmann
[18]. Gas chromatographic analysis, identification and quantifica-
tion were carried out according to Mariutti et al. [19]. A FAME mix
C4-C24 (Supleco, USA) was used for identification and tricosanoic
acid methyl ester (Sigma-Aldrich, USA, purity > 99%) was  added as
internal standard.
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3. Results and discussion
3.1.  Cleanup procedure
The  concomitant presence of triacylglycerides (TAGs), which are
extracted together with carotenoids, makes the correct assignment
of carotenoid identity a difficult task, especially in  fruits containing
high fat contents. In addition, the high amount of fat  also causes
high background noise in  APCI positive ionization mode [6,20] and
induces ionization suppression of carotenoid molecules [7]. Some
studies show the use of APCI in  negative mode for carotenoid ester
identification, for instance, in a commercial marigold extract [21]
and Triticum species [22]. By using the MS  conditions described by
Tian et al. [21], both the molecular ion [M−• ] and the fragment ions
corresponding to the losses of fatty acid moieties were observed in
the MS spectra, whereas in  the study of Ziegler et al. [22], only
the molecular ion was detected, making impossible to  differen-
tiate between the 3-O and 3′-O regioisomers. Although APCI in
negative mode was successfully applied for identification of minor
carotenoids in  non-saponified extracts of the echinoderm Marthas-
terias glacialis by our  research group [20], the carotenoid esters
from murici did not  ionized under the MS  conditions applied in
that study.
TAGs showed higher chromatographic signals than those from
carotenoids in  crude extracts of fat-containing fruits (Fig. 1A), such
as murici, and some TAGs even have similar MS  fragmentation
patterns, characterized by  the neutral loss of fatty acid moieties
(Fig. 2A), than those of the carotenoid esters, turning carotenoid
identification much more difficult.
The new two-step cleanup procedure to remove TAGs and other
lipids from crude carotenoid extracts was successfully applied to
murici fruit. As can be seen by the decreased absorbance at 270 nm
in the chromatogram shown in Fig. 1B, interfering lipids with lower
degrees of unsaturation, and therefore higher melting points than
those of the carotenoids, were physically separated under freez-
ing conditions in  the first step. In the second step, remaining TAG
and carotenoid esters with very similar polarity were separated by
OCC on MgO  (Fig. 1C). This stationary phase was chosen because
separation on MgO  depends on the number and arrangement of
conjugated double bonds (cdb) present in  the molecules, being
the higher the number of cdb the stronger the retention of the
compound on the column. Thus, since carotenoid and carotenoids
esters have an extensive system of cdb, they have increased adsorp-
tion affinity and remain more retained on the column than TAGs.
Although the acylation of xanthophylls reduces their adsorption
affinity in  MgO  [23], they are still more adsorbed than TAGs; how-
ever, the colorless carotenes phytofluene (5 cdb) and phytoene (3
cdb) eluted with the TAGs.
Most of the TAGs were successfully removed from the crude
extract after the new two-step cleanup. This fact was  evidenced
by the decrease of more than 95% in the chromatographic signal of
TAGs (270 nm)  after the two steps of the cleanup procedure (phys-
ical separation plus OCC) (Fig. 1C) when compared to the crude
extract (Fig. 1A). In addition, the mass spectra showed less inter-
fering fragments after the cleanup procedure (Fig. 2). In fact, only
a total of six carotenoids, i.e. four carotenoid diesters (peaks 23,
26, 29a and 29b) and two free xanthophylls (peaks 2 and 3), the
major carotenoids found in this sample, were identified or ten-
tatively identified in  the murici crude extract, corresponding to
about 65% of the total chromatogram area of all identified com-
pounds. After carrying out the two-step cleanup procedure, we
were able to  further tentatively identify 29 new carotenoids, rep-
resenting an increase of almost 5 times in the number of identified
compounds in murici. It  is noteworthy that no monoesters could
be tentatively identified before the two-step cleanup procedure.
Among the 35 identified or tentatively identified compounds, 6
Fig. 1. Chromatograms from murici, obtained by HPLC-DAD, processed at 450 nm
(carotenoids—solid line) and 270 nm (triacylglycerides—dot line), (A) crude
carotenoid  extract, (B) carotenoid extract after physical separation of fat (step  1)
(C) carotenoid extract after the two-step cleanup procedure.
were free carotenoids (peaks 1–5 and 14), 14 were carotenoid
monoesters (peaks 6–13, 15–17 and 22a) and 15 were carotenoid
diesters (peaks 18–21, 22b, 23–31).
Although no quantitative analysis was carried in  this study, the
sum of the relative area of all the lutein and zeaxanthin deriva-
tives identified or  tentatively identified herein corresponded to
90.5% of the total area of the identified or tentatively identified
carotenoids. This fact is in agreement with our  previous study
where 13 carotenoids were identified or  tentatively identified in
a saponified carotenoid extract of murici fruit and the lutein and
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Fig. 2. Mass spectra obtained at 29.3 min. (A) crude extract showing the TAG dilinoleoyl-palmitoyl-glycerol (MW  854 u) and (B) extract after two-step cleanup extract
showing ion fragments characteristic of all-trans-lutein 3-O-myristate (MW  778 u) (peak 13).
zeaxanthin derivatives represented 90.6% of the total carotenoids
[12].
3.2. Identification of carotenoids
Identification  of carotenoid esters by LC-APCI-MSn can be  con-
sidered a  challenge and much more difficult and laborious than that
of free carotenoids in saponified extracts. The reason is that the
hydroxyl groups in the xanthophyll molecules are usually found
acylated with one or two equal or different fatty acids. Eight differ-
ent fatty acids (caproic, caprylic, capric, lauric, myristic, palmitic,
stearic and oleic acids) were found acylated with xanthophylls in
six tropical fruits from Panama [24]. Fatty acids with very short
acyl chains, such as butyric and caproic acids, were found consti-
tuting the carotenoid esters of mango fruits from Brazil and Mexico
[25,26]. Saturated fatty acids are the most frequent fatty acids
found in  carotenoid esters, especially, lauric, myristic and palmitic
[10,27–30]. However, 12 of the 15 carotenoid esters identified in
flours made with Triticum species, were acylated with unsaturated
fatty acids (oleic, linoleic and linolenic) [22], and five of the eight
carotenoid esters found in  tritordeum were acylated with linoleic
acid [31].
After the two-step cleanup procedure, 31 peaks were separated
by HPLC-DAD (Fig. 1) and 35 carotenoids from murici were identi-
fied or tentatively identified (Table 1). Despite the fact that several
gradient elution conditions were tested, some compounds always
co-eluted. Chemical structures of free carotenoids and fatty acids
found esterified to carotenoids in  murici, as well as their respec-
tive molecular weights, are shown in Table S1 (see Supplementary
Material).
The free carotenoids all-trans-lutein (peak 2), all-trans-
zeaxanthin (peak 3) and all-trans--carotene (peak 14) were
identified  by comparison with the retention time, UV–vis and MS
spectra features of authentic standards.
The cis-isomers of free lutein (peaks 1, 4, and 5) cannot be dif-
ferentiated by mass spectrometry because they all present almost
identical MS  and MS/MS  spectra [12]; therefore, the assignment
of the lutein cis isomers was  based on UV–vis spectra characteris-
tics and elution order on C30 column as compared with literature
data [12,32,33]. The elution of lutein isomers on C30 column always
follows the same order, first the 13-cis, 13′-cis, followed by  the
all-trans- isomer, 9-cis and finally the 9′-cis [32,33]. These four cis
isomers of lutein, along with the all-trans-, were previously found
in saponified extract of murici fruits [12].
The elution order of cis/trans isomers of lutein monoesters and
lutein diesters on C30 column followed the same order as that
for free lutein isomers. For instance, lutein 3-O-myristate isomers
eluted in the following order: 13-cis- (peak 10), 13′-cis- (peak 12)
and all-trans- (peak 13), and lutein dimyristate isomers eluted in
the following order: 13-cis- (peak 24), 13′-cis- (peak 25) and all-
trans- (peak 26).
Lutein  mono- and diesters present the same UV–vis spectra of
free lutein since the acylation of one or two  fatty acids to hydroxyl
groups in  the terminal rings does not  alter the molecule chro-
mophore. Regioisomers of mono- and diesters of lutein can be
distinguished by their fragmentation pattern observed in  the MS
spectra [5,22,31]. Differentiation between lutein mono- or  het-
erodiester isomers was  based on the fact that the loss of the
substituent, a hydroxyl group or  an acylated fatty acid, attached
to the -ring is  favored due to its allylic position to the double bond
when compared to the loss of the substituent attached to the -ring.
Consequently, in the first case (substituent attached to the -ring),
the fragment ion generated in-source is  more stable and presents a
more intense m/z signal in the MS  spectrum than the one generated
in the second case (substituent attached to  the -ring) [5,22,31].
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Table 1
Chromatographic, UV–vis and mass spectroscopic characteristics of carotenoids from murici fruit obtained by HPLC-DAD-MS/MS.
Peaka Carotenoid tRb(min) maxc (nm) % III/II %AB/AII [M + H]+ (m/z) MS/MS  fragment ions (m/z)
1 13-cis-lutein
and/or
13′-cis-lutein**e
8.2–8.5 330, 413, 438, 466 25 60 nd 551.5 [M + H-18]+ → 533.5
[M +  H-18-18]+, 496.2 [M + H-18-56]+,
477.4 [M +  H-92]+,  459.5
[M  +  H-18-92]+, 429.3
2  all-trans-lutein*d 9.5–9.7 420, 445, 473 65 0 569.5 551.5 [M +  H-18]+,  533.5
[M  +  H-18-18]+, 495.4 [M + H-18-56]+,
476.4 [M +  H-92]+,  459.4
[M  +  H-18-92]+, 430.4
3  all-trans-
zeaxanthin*d
10.5–10.9 425, 450, 477 28 0 569.6 551.5 [M +  H-18]+,  533.5
[M  +  H-18-18]+, 476.4 [M + H-92]+
4 9-cis-lutein**d 11.2–11.6 325, 418, 440, 467 55 28 nd 551.7 [M + H-18]+ → 533.5
[M +  H-18-18]+, 429.8
5  9′-cis-lutein**d 12.7–13.2 330, 417, 441, 468 30 21 nd 551.6 [M + H-18]+ → 533.5
[M +  H-18-18]+, 495.4 [M + H-18-56]+,
477.5 [M +  H-92]+,  459.4
[M  +  H-18-92]+, 429.6
6  all-trans-
neochrome
myristate**e
17.3–17.9 398, 422, 449 94 0 nd 793.7 [M + H-18]+ → 775.7
[M +  H-18-18]+, 701.7 [M +  H-18-92]+,
565.5  [M +  H-18-228]+, 547.5
[M  +  H-18-18-228]+, 221.0
7a  all-trans-
neochrome
palmitate**e
18.4–19.1 400, 422, 448 100 0 nd 821.7 [M + H-18]+ → 803.9
[M +  H-18-18]+, 565.5 [M + H-18-256]+,
547.5 [M +  H-18-256-18]+
7b lutein
3′-O-caprate**e
nd 551.6 [M + H-172]+ → 533.5
[M +  H-172-18]+,  495.3
[M  +  H-172-56]+,  429.4
7c  lutein
3-O-caprate**e
nd 705.7 [M + H-18]+ → 533.5
[M +  H-18–172]+,  441.4
[M  +  H-18–172-92]+, 411.3
8  cis-lutein
3′-O-laurate**e
24.2–25.0 330, 421, 444, 472 33 22 nd 551.6 [M + H-200]+ → 533.5
[M- + H-18–200]+, 495.4
[M  +  H-200-56]+, 459.5
[M  +  H-200-92]+, 429.4
9  cis-lutein
3-O-laurate**e
25.5–26.3 330, 421, 444, 471 30 20 nd 733.8 [M + H-18]+ → 533.5
[M- + H-18–200]+, 477.4
[M  +  H-18–200-56]+,  411.4
10 13-cis-lutein
3-O-myristate**e
26.7–27.4 330, 420, 441, 469 33 35 nd 761.8 [M + H-18]+ → 533.5
[M- + H-18–228]+, 477.4
[M  +  H-18–228-56]+, 441.4
[M  +  H-18–228-92]+, 411.4
11  all-lutein-trans-
lutein
3′-O-myristate**e
27.4–28.2 420, 445, 473 50 0 nd 551.6 [M + H-228]+ → 533.5
[M- + H-18–228]+, 495.4
[M  +  H-228-56]+,  459.4
[M  +  H-228-92]+,  429.4, 411.6
12 13′-cis-lutein
3-O-myristate**e
27.9–28.7 330, 420, 443, 470 20 20 nd 762.8 [M + H-18]+ → 533.5
[M +  H-18–228]+,  478.4
[M  +  H-18–228-56]+, 441.4
[M  +  H-18–228-92]+, 411.4
13  all-trans-lutein
3-O-myristate**e
29.0–29.8 420, 445, 473 55 0 nd 761.7 [M + H-18]+ → 533.5
[M +  H-18–228]+,  477.5
[M  +  H-18–228-56]+, 441.4
[M  +  H-18–228-92]+, 411.4
14  all-trans--
carotene**d
29.3–29.9 427, 452, 478 20 0 537.6 457.5 [M +  H-80]+, 444.4 [M-92]+,
413.4, 399.4
15  13-cis-lutein
3-O-palmitate or
13′-cis-lutein-O-
palmitate**e
29.2–30.4 330, 420, 441, 467 50 23 nd 789.8 [M + H-18]+ → 533.5
[M +  H-18–256]+,  477.4
[M  +  H-18–256-56]+, 411.3
16  all-trans-
zeaxanthin
myristate**e
30.3–31.1 422, 449, 475 nc nc 779.7 761.7 [M +  H-18]+,  687.7 [M +  H-92]+,
551.5 [M +  H-228]+, 533.5
[M  +  H-18–228]+,  459.4
[M  +  H-228-92]+
17 all-trans-lutein
3-O-palmitate**e
33.0–33.8 420, 445, 469 nc nc nd 789.8 [M + H-18]+ → 697.7
[M +  H-18–92]+, 533.5 [M + H-18-256]+,
441.4  [M +  H-18-256-92]+,  411.4
18 cis-violaxanthin
dimyristate**e
34.3–35.0 328, 413, 437,467 90 7 nd 1003.9 [M +  H-18]+ →  911.9
[M +  H-18–92]+, 775.8 [M + H-18-228]+,
547.5  [M +  H-228-228-18]+
19 cis-violaxanthin
myristate
palmitate**e
34.8–35.6 329, 413, 436, 465 64 18 nd 1032.1 [M +  H-18]+ →  940.9
[M +  H-18–92]+, 803.9 [M +  H-18-228]+,
775.8 [M +  H-18-256]+, 547.5
[M  +  H-18-228-256]+
20 cis-violaxanthin
myristate
palmitate**e
37.1–37.9 327, 413, 437, 465 89 7 nd 1032.0 [M +  H-18]+ →  940.0
[M +  H-18–92]+, 803.8 [M +  H-18-228]+,
775.8 [M +  H-18-256]+, 547.5
[M  +  H-18-228-256]+
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Table  1 (Continued)
Peaka Carotenoid tRb(min) maxc (nm) % III/II %AB/AII [M +  H]+ (m/z) MS/MS  fragment ions (m/z)
21 cis-violaxanthin
dipalmitate**e
39.7–40.5 328, 413, 437, 466 88 10 nd 1061.1 [M + H-18]+ →
803.9 [M +  H-18–256]+,  547
[M  + H-18–256-256]+
22a -cryptoxanthin
myristate**e
40.3–41.2 421, 448, 472 nc nc 763.8 671.6 [M + H-92]+, 535.5 [M + H-228]+,
443.5 [M + H-228-92]+
22b lutein
dilaurate**e
nd 733.7 [M  +  H-200]+ → 533.5
[M + H-200-200]+, 477.4
[M  + H-200-200-56]+, 441.4
[M  + H-200-200-92]+, 411.3
23 all-trans-lutein
3-O-
myristate−3′-O-
laurate*e
43.1–43.6 421, 446, 474 61 0  nd 761.8 [M  ± H-200]+ → 533.5
[M + H-200–228]+, 477.4
[M  + H-200–228-56]+,  441.4
[M  + H-200–228]+, 411.3
733.8 [M  +  H-228]+ → 533.5
[M + H-228-200]+, 477.4
[M  + H-228-200-56]+,  441.5
[M  + H-228-200-92]+,  411.4
24 13-cis-lutein
dimyristate**e
43.6–44.0 330, 420, 441, 469 30 40 nd 761.9 [M  +  H-228]+ → 533.5
[M + H-228-228]+, 477.4
[M  + H-228-228-56]+, 441.4
[M  + H-228-228-92]+, 411.3
25 13′-cis-lutein
dimyristate**e
43.9–44.3 330, 420, 442, 470 10 42  nd 761.8 [M  +  H-228]+ → 533.6
[M + H-228-228]+, 477.4
[M  + H-228-228-56]+, 441.4
[M  + H-228-228-92]+, 411.3
26 all-trans-lutein
dimyristate*e
44.4–44.7 423, 446, 474 65 0  nd 761.8 [M  +  H-228]+ → 533.5
[M + H-228-228]+, 477.4
[M  + H-228-228-56]+, 441.4
[M  + H-228-228-92]+, 411.3
27 cis-lutein 3-O-
myristate−3′-O-
palmitate**e
44.7–45.0 330, 420, 443, 471 62 13  nd 761.8 [M  ± H-256]+ → 533.6
[M  + H-256-228]+, 477.4
[M  + H-256-228-56]+, 441.4
[M  + H-256-228-92]+, 411.4
789.8  [M  +  H-228]+ → 733.7
[M + H-228-56]+, 697.7
[M  + H-228-92]+, 533.5
[M  + H-228-256]+, 477.4
[M  + H-228-256-56]+, 441.4
[M  + H-228-256-92]+, 411.4
28 cis-zeaxanthin
dimyristate**e
45.2–45.5 330, 420, 448, 472 15 18  990.0 898.0 [M +  H-92]+,  761.8 [M +  H-228]+,
669.7 [M + H-228-92]+, 533.5
[M  + H-228-228]+
29a all-trans-lutein
3-O-
myristate−3′-O-
palmitate*e
45.4–45.6 420, 446, 474 61 0  nd 761.8 [M  ± H-256]+ → 533.5
[M  + H-256-228]+, 477.5
[M  + H-256-228-56]+, 441.4
[M  + H-256-228-92]+, 411.4
789.8  [M  +  H-228]+ → 733.7
[M + H-228-56]+, 697.7
[M  + H-92-228]+, 533.5
[M  + H-228-256]+, 477.4
[M  + H-228-256-56]+, 441.4
[M  + H-228-256-92]+, 411.4
29b all-trans-lutein
3-O-palmitate-
3′-O-myristate *e
nd 761.8 [M  +  H-256]+ → 533.5
[M + H-256-228]+, 477.5
[M  + H-256-228-56]+, 441.4
[M  + H-256-228-92]+, 411.4
789.8  [M  ± H-228]+
30 cis- lutein
myristate-
palmitate**e
45.7–45.9 330, 418, 443, 470 25 29  nd 761.8 [M  +  H-256]+
789.8 [M  +  H-228]+ → 697.7
[M + H-228-92]+, 533.5
[M  + H-228-256]+, 477.4
[M  + H-228-256-56]+, 441.4
[M  + H-228-256-92]+, 411.3
31 all-trans-lutein
dipalmitate**e
46.1–46.3 420, 446, 474 55 0  nd 789.8 [M  +  H-256]+ → 533.5
[M + H-256-256]+, 477.4
[M  + H-256-256-56]+, 441.5
[M  + H-256-256-92]+, 411.4
a Numbered according to  the chromatogram shown in Fig. 1.
b Retention time on C30 column.
c Gradient of methanol, MTBE and water.
d identified (standard available).
e tentatively identified. Bold ion fragments indicate in-source fragmentation. nc: not calculated; nd: not detected. Underlined ion fragments indicate the peak with the
highest intensity in MS spectra between the 2 peaks representing the loss of one fatty acid molecule. *Possible to identify in the crude extract and after cleanup steps 1 and
2.  ** Possible to  identify only after cleanup step 2. Loss of fatty acids: 172 u =  caprilic acid (10:0), 200 u = lauric acid (12:0), 228 u = myristic acid (14:0), 256 u = palmitic acid
(16:0).
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Considering the facts above, 20 lutein esters (peaks 7b, 7c, 8–13,
15, 17, 22b, 23–27, 29–31) were tentatively identified in murici.
As expected, all lutein esters presented similar UV–vis characteris-
tics than those of free lutein (Table 1). It is important to  highlight
that when two or  more carotenoids co-eluted (peaks 7, 22 and 29),
the UV–vis data showed in  Table 1 is  not characteristic of a  pure
carotenoid.
Lutein monoesters acylated at the 3′-O- position show shorter
retention times than their corresponding 3-O-regioisomers on
C30 column [5]. For example, all-lutein-trans-lutein 3′-O-myristate
(peak 11) (Fig. 3D) eluted before all-lutein-trans-lutein 3-O-
myristate (peak 13) (Fig. 3E).
Although the MS  spectra (Fig. 3A) did not show the proto-
nated molecule, all-trans-lutein dimyristate (peak 26) presented
fragments at m/z 761 and m/z 533, corresponding to the loss of
one [M +  H-228]+ and two [M +  H-228-228]+ myristic acid moieties,
respectively.
In the case of heterodiesters, the carotenoid with the fatty
acid of highest molecular mass acylated at the 3′-O- position
elutes before the correspondent 3-O-regioisomer. For  instance,
although all-trans-lutein 3-O-myristate-3′-O-palmitate (Fig. 3B)
and all-trans-lutein 3-O-palmitate-3′-O-myristate (Fig. 3C) isomers
co-eluted (peak 29), it was possible to distinguish between them by
analyzing their MS  spectra data. The fragments at m/z 761 and m/z
789, which correspond to  the loss of one palmitic acid [M +  H-256]+
and one myristic acid [M + H-228]+ moieties, appear in the entire
time range of peak 29; however, in  the first half of the peak (Fig. 3B),
the fragment ion at m/z 761 is more intense than that at m/z 789
and the contrary occurs in the second half of the peak (Fig. 3C).
Characteristic  fragmentation pattern of the polyenic chain of
carotenoids was observed in  MS/MS  spectra of carotenoid esters,
such as loss of 92 u corresponding to the elimination of toluene [15].
Regarding the end-groups, the fragment ions at m/z 495 [M + H-
18-56]+, which corresponds to the combined loss of water from
the protonated molecule and retro-Diels-Alder fragmentation of
the -ionone ring, and at m/z 430, due to the elimination of the
-ionone ring, can be used to distinguish between lutein and zeax-
anthin [16,20]. In addition, these ion fragments can also help the
correct assignment of the lutein regioisomers. In fact, these frag-
ments were not found in zeaxanthin isomers but were found in  free
lutein isomers (peaks 1, 2, 4 and 5) and in lutein 3′-O-monoesters
regioisomers (peaks 7b, 8 and 11). Indeed, MS/MS  fragment ions
corresponding to these losses with an additional loss of one water
molecule (m/z 477 [M  +  H-18-18-56]+ and m/z 411) were found
in lutein 3-O-monoesters (peaks 7c,  9, 10, 12, 13, 15 and 17) and
diesters (peaks 22b, 23–27, 29–31). Similar fragmentation patterns
of lutein esters were observed by  Ziegler et al. [22] in  whole grain
flours from 75 wheat genotypes.
Besides  the substantial presence of lutein esters, other
carotenoids such as zeaxanthin, neochrome and violaxanthin esters
were also found in  murici fruit.
Peak 16 was assigned as zeaxanthin myristate considering the
protonated molecule [M + H]+ at m/z 779 in the MS  spectrum
and the MS/MS  fragment ions at m/z 761 [M + H-18]+ and m/z
533 [M +  H-18-228]+, corresponding to neutral losses of one water
molecule and the sequential loss of one water and one myristic acid
moieties, respectively. In the same way, peak 28 was assigned as
cis-zeaxanthin dimyristate taking into account the presence of pro-
tonated molecule [M + H]+ at m/z 990 in  the MS  spectrum and the
fragments at m/z 761 and at m/z 533, corresponding to the loss of
one [M +  H-228]+ and two [M +  H-228-228]+ myristic acid moieties,
respectively, in the MS/MS  spectrum. The UV–vis spectrum of peak
28 showed a  hypsochromic shift and the presence of a  cis peak at
330 nm when compared to all-trans-zeaxanthin (peak 3).
Peak 22a was  tentatively identified as -cryptoxanthin myris-
tate since the protonated molecule [M +  H]+ at m/z 763 and the
fragment  ion in the MS/MS  at m/z 535 [M +  H-228]+,  corresponding
to loss of one myristic acid, were detected.
Mass spectra of the epoxycarotenoid esters were characterized
by the presence of fragment ions corresponding to the loss of one
water molecule from the epoxide group along with the usual losses
of one water molecule from the free hydroxyl group and one fatty
acid moiety in  monoesters, and the losses of one or both fatty
acids moieties in diesters. For instance, the monoester all-trans-
neochrome myristate (peak 6) presented fragments at m/z 565
[M + H-18-228]+ and m/z 547 [M +  H-18-18-228]+,  corresponding
to losses of water molecules from epoxide and hydroxyl groups
along with myristic acid whereas all-trans-neochrome palmitate
(peak 7a) exhibited equivalent fragments with loss of palmitic
(256 u)  instead of myristic acid moiety. In  the homodiesters cis-
violaxanthin dymiristate and cis-violaxanthin dipalmitate (Peaks
18 and 21), the loss of water from epoxide groups was  accom-
panied by the losses of one or two  myristic and palmitic acids
moieties, respectively. The heterodiesters cis-violaxanthin myris-
tate palmitate isomers (peaks 19 and 20) also presented fragments
corresponding to loss of one water molecule from epoxides
[M + H-18]+, with further losses of myristic acid [M +  H-18-228]
+, palmitic acid [M  +  H-18-256] +,  and both myristic and palmitic
acid [M +  H-18-228-256] + moieties. The MS/MS  fragment at m/z
221, commonly detected in free epoxy-xanthophylls [15], was only
found in  peak 6.
3.3.  Fatty acid composition
The  fatty acid composition of freeze-dried murici showed
that palmitic (6.51 ±  0.43 g100−1g dry weight (d.w.)), oleic
(4.82 ± 0.30 g100−1g d.w.) and linoleic (2.59 ±  0.16 g100−1g d.w.)
acids were responsible for 95% of the total of fatty acids in murici
(see Supplementary Material, Fig. S1 and Table S2). Unsaturated
fatty acids accounted for 53% of the total fatty acids of  murici.
Conversely, four saturated fatty acids (capric, lauric, myristic and
palmitic acids) were found acylated to  carotenoids from murici.
Thus, the fatty acid composition of murici is not an indicative of the
fatty acids found acylated to  carotenoids, indicating a  difference in
the acylation pattern between TAGs and carotenoids.
Breithaupt & Schwack [28] found only xanthophylls acylated
with saturated fatty acids lauric, myristic and palmitic in paprika,
despite 75% of the total fatty acids were stearic, oleic, linoleic and
linolenic acids. Similarly, no correlation between the fatty acid
composition and the fatty acids acylated to the carotenoids was
observed in strawberry tree (Arbutus unedo L.) [30], sarsaparilla
(Smilax aspera L.)  [34] and potato (Solanum sp) [35]. All these
results together suggest a selective acylation of the carotenoid
esters by enzymes of the biosynthetic pathway. On the other hand,
a strong correlation between the unsaturated fatty acids acylated
to carotenoids and the fatty acid composition of wheat [22] and
tritordeum [31] was  observed.
4. Conclusion
Carotenoid ester analysis has been considered a  challenge and
the new two-step cleanup shows evidences that the carotenoid
ester identification can be easily done. The two-step cleanup
procedure is  a very cheap and useful tool for removing interfer-
ents such as TAGs from non-saponified carotenoid extract. This
approach enabled us the successful achievement of identification
of carotenoid esters from murici by HPLC-DAD-APCI-MS/MS. As  far
as we are concerned, this is the first report on the carotenoid ester
profile of murici fruit.
The  analysis of carotenoid esters in  non-saponified extracts
should be encouraged because carotenoids are widely found ester-
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Fig. 3. MS  spectra of (A) all-trans-lutein dimyristate (peak 26), (B) all-trans-lutein 3-O-myristate-3′-O-palmitate (peak 29a), (C) all-trans-lutein 3-O-palmitate-3′-O-myristate
(peak 29b), (D) all-lutein-trans-lutein-3′-O-myristate (peak 11) and (E) all-lutein-trans-lutein-3-O-myristate (peak 13).
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ified with fatty acids in  fruits. In fact, carotenoid esters are  the
compounds that are ingested through the diet. Thus, it is  impor-
tant to consider the current knowledge about bioaccessibility and
bioavailability of carotenoids in foods that indicates that the type
of consumed carotenoid affects their gastrointestinal fate and can
also impact their bioactivity.
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Table S1. Molecular weight of carotenoids and fatty acids 
Compound Molecular 
weight 
Chemical structure 
Fatty acids 
decanoic acid  
(capric acid) 
172.146 
OH
O
 
dodecanoic acid  
(lauric acid) 
200.178 
OH
O
 
tetradecanoic acid  
(myristic acid) 
228.209 
OH
O
 
hexadecanoic acid  
(palmitic acid) 
256.240 
OH
O
 
Carotenoids   
All-trans-β-carotene 536.4 
 
All-trans-β-cryptoxanthin 552.4 
OH  
All-trans-lutein 568.4 
OH
OH
 
All-trans-zeaxanthin 568.4 
OH
OH
 
All-trans-violaxanthin 600.4 
OH
O
OH
O
 
All-trans-luteoxanthin 600.5 
OH
O
OH
O
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Figure S1. Chromatogram, obtained by GC-FID, of the fatty acids from murici fruit. Peak 
identification is given in Table S2. Peak of internal standard is shown at 34.0 min. 
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Table S2. Fatty acid composition of murici fruits, obtained by GC-FID. 
Peaka Fatty acid mg FA.100-1g d.w. 
1 6:0 3.56 ± 0.63 
2 8:0 23.67 ± 1.37 
3 10:0 20.37 ± 1.10 
4 12:0 43.94 ± 2.84 
5 14:0 76.66 ± 3.44 
6 14:1n9 2.36 ± 0.16 
7 15:0 1.57 ± 0.13 
8 16:0 6509.85 ± 434.69 
9 16:1n7 129.67 ± 4.81 
10 17:0 5.33 ± 0.68 
11 17:1n7 2.25 ± 0.07 
12 18:0 201.97 ± 22.56 
13 18:1n9 4819.32 ± 300.68 
14 18:2n6 2594.79 ± 164.37 
15 20:0 33.36 ± 2.43 
16 20:1n9 8.56 ± 0.41 
17 18:3n3 94.23 ± 6.29 
18 21:0 3.11 ± 0.26 
19 22:0 17.65 ± 2.13 
20 20:5n3 9.92 ± 0.31 
 Saturated  6942.05 
 Monounsaturated  4962.16 
 Polyunsaturated  2698.94 
a numbered according to Figure S1. 
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An in vitro digestion method adapted for
carotenoids and carotenoid esters: moving
forward towards standardization†
Daniele Bobrowski Rodrigues, Lilian Regina Barros Mariutti‡ and
Adriana Zerlotti Mercadante*
In vitro digestion methods are a useful approach to predict the bioaccessibility of food components and
overcome some limitations or disadvantages associated with in vivo methodologies. Recently, the
INFOGEST network published a static method of in vitro digestion with a proposal for assay standardi-
zation. The INFOGEST method is not specific for any food component; therefore, we aimed to adapt this
method to assess the in vitro bioaccessibility of carotenoids and carotenoid esters in a model fruit
(Byrsonima crassifolia). Two additional steps were coupled to the in vitro digestion procedure, centrifu-
gation at 20 000g for the separation of the aqueous phase containing mixed micelles and exhaustive
carotenoid extraction with an organic solvent. The effect of electrolytes, enzymes and bile acids on caro-
tenoid micellarization and stability was also tested. The results were compared with those found with a
simpler method that has already been used for carotenoid bioaccessibility analysis. These values were in
the expected range for free carotenoids (5–29%), monoesters (9–26%) and diesters (4–28%). In general,
the in vitro bioaccessibility of carotenoids assessed by the adapted INFOGEST method was significantly
higher (p < 0.05) than those assessed by the simplest protocol, with or without the addition of simulated
fluids. Although no trend was observed, differences in bioaccessibility values depended on the carotenoid
form (free, monoester or diester), isomerization (Z/E) and the in vitro digestion protocol. To the best of
our knowledge, it was the first time that a systematic identification of carotenoid esters by
HPLC-DAD-MS/MS after in vitro digestion using the INFOGEST protocol was carried out.
Introduction
Carotenoids are lipophilic pigments widely distributed in
plant foods. Based on structural differences, they are classified
as nonpolar carotenes (composed exclusively of carbon and
hydrogen) and less nonpolar xanthophylls (that possess at
least one functional group containing oxygen). Xanthophylls
can be naturally found either in free form or esterified with
one or two fatty acids generating large hydrophobic molecules
called carotenoid esters. In a meal containing fruits, vegetables
and animal products with bio-accumulated carotenoids, all
these structural forms are ingested.
Dietary carotenoids have been recognized as health-promot-
ing compounds by in vivo and in vitro studies, enhancing the
competency of the immune system and decreasing the risk of
cardiovascular diseases, certain types of cancer and, in the
case of lutein, age-related macular degeneration and cataract.1
In addition to the provitamin A activity of some carotenoids,
such as β-carotene and β-cryptoxanthin, carotenoids also act as
antioxidants and protect cells and tissues against the detri-
mental effects of reactive oxygen (ROS) and nitrogen species
(RNS) imbalance.2–6
To exert the health-promoting biological activities, after
ingestion, carotenoids must be released from the food matrix,
solubilized in lipid emulsion droplets and transferred into
mixed micelles, i.e. they have to be firstly bioaccessible to be
taken up by epithelial cells in the small intestine and packaged
in chylomicrons for secretion to target tissues.7,8 The esti-
mation of both the content and the composition of bioactive
compounds in food does not consider the impact of digestion
in the gastrointestinal tract.9,10 In other words, the content of
these compounds in food is not necessarily indicative of the
quantity of carotenoids and their bioactive metabolites, e.g.,
†Electronic supplementary information (ESI) available: Table S1: Amount of
enzymes (g) used per 1.0 g of rehydrated murici in in vitro bioaccessibility proto-
cols. Table S2: Carotenoid content (µg per g dw) from murici fruit and its micel-
lar fractions obtained after in vitro digestion protocols. See DOI: 10.1039/
c6fo01293k
‡Present address: Department of Food and Nutrition, Faculty of Food
Engineering, University of Campinas, Brazil.
Department of Food Science, Faculty of Food Engineering, University of Campinas,
Brazil. E-mail: azmercadante@gmail.com, azm@unicamp.br
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retinyl esters, that is accessible for the uptake and transport
across the small intestine by the absorptive cells.
In vivo or in vitro methods can be employed to assess the
bioaccessibility of food components, i.e., the fraction of com-
pounds available for the uptake by absorptive cells of the
small intestine. In vitro studies simulate the sequence of
events that occur in the human gastrointestinal tract during
digestion, allowing the design of specific assays that cannot be
performed in vivo for ethical reasons. Consequently, in vitro
methods enable us to address questions and build hypotheses
about the behavior of target compounds during the digestion
process.10,11 In general, in vitro models are faster and less
expensive than in vivo methods, and when applied to caro-
tenoids, showed consistent results in comparison to in vivo
trials carried out with humans and animals.12–14
Several in vitro digestion methods are available in the litera-
ture; however, the type and amount of enzymes, salts, pH
values and other parameters used in these methods show sub-
stantial variability among themselves.15 In fact, the lack of con-
sensus for the digestion parameters has not allowed worldwide
comparison of results across different research groups.
Recently, a method of in vitro digestion applied to the food
matrix was published by Minekus et al.11 as a result of an
action of the European Cooperation in Science and Technology
(COST). The COST Action called INFOGEST seeks to consoli-
date the conditions for simulated digestion of foods and find
a consensus at the international level, with a proposal for har-
monization and standardization of assays based on physiologi-
cally relevant conditions. This method would allow the com-
parison between different studies and consequently promote
the development of practical conclusions about the role of
nutrition in human health. However, the protocol is general
and foresees amendments to accommodate specific needs for
each target compound class. Recently, a study that adopted
the in vitro digestion method proposed by Minekus et al.11 to
assess the carotenoid bioaccessibility was published for the
first time.16 In this paper, carotenoids were extracted from the
supernatant collected after centrifugation of the digesta
obtained after the in vitro digestion of fruits. However, the
carotenoid extracts of fruits were saponified and no infor-
mation about carotenoid esters present in the samples and the
hydrolysis degree during digestion was reported.
Studies that address the identification of the carotenoid
ester profile after in vitro digestion are restricted, since
inclusion of saponification is a routine step in carotenoid ana-
lysis. Although only free carotenoids are likely to be
absorbed,17 very few studies have reported the presence of
carotenoid esters after in vitro digestion, and no identification
of these compounds was carried out or just the carotenoid
forms (free, monoester and diester) were taken into
account.17–20
Our main goal was to adapt the INFOGEST method11 to
assess the in vitro bioaccessibility of carotenoids and caroten-
oid esters from fruits. Freeze-dried murici (Byrsonima crassifo-
lia), an Amazonian fruit rich in lipids, was chosen as a model
fruit for this study. Procedures to obtain the aqueous phase
containing mixed micelles and carotenoid extraction from the
micelles were evaluated. The effects of electrolytes, enzymes
and bile on carotenoid bioaccessibility and stability were also
verified. Finally, the results of bioaccessibility obtained with
the INFOGEST method adapted for carotenoids were compared
with those obtained with a simpler and less costly method
adapted for fruits and already used in our research group.19 To
the best of our knowledge, this is the first time that the
INFOGEST in vitro digestion method was applied for caro-
tenoids in which the systematic identification of carotenoid
esters is presented after digestion.
Material and methods
Chemicals
Standards of (all-E)-lutein and (all-E)-zeaxanthin were provided
by DSM Nutritional Products (Basel, Switzerland). α-Amylase
(10 080, 79 U mg−1), pepsin (P6887, 791 U mg−1), pancreatin
(P7545, 17 units TAME per mg), bile (B8381) and other
reagents used in in vitro digestion procedures and in the
assays of enzyme activity were acquired from Sigma-Aldrich
(St Louis, MO, USA). Enzyme activities were determined
according to protocols referred to in the ESI of Minekus et al.11
Solvents of analytical grade were purchased from Synth (SP,
Brazil). HPLC grade methyl tert-butyl ether (MTBE) and metha-
nol (MeOH) were obtained from Tedia (Fairfield, OH, USA) and
J. T. Baker (Phillipsburg, NJ, USA), respectively. Water was puri-
fied by using a Milli-Q system (Billerica, MA, USA). The
samples and solvents were filtered through Millipore mem-
branes of 0.22 and 0.45 μm, respectively.
Fruit samples
The composite sample of freeze-dried murici, stored in
vacuum packed polyethylene bags at −37 °C, used in the
present study as a fruit model was the same as already ana-
lyzed in our previous studies.2,21,22 The proximate composition
of freeze-dried murici was determined in triplicate according
to the recommended methods of the Association of Official
Analytical Chemists.23 The freeze-dried fruit presented the fol-
lowing composition: 2.9 g per 100 g moisture, 1.9 g per 100 g
ashes, 3.6 g per 100 g protein (a conversion factor of 6.25) and
13.6 g per 100 g of total lipid.24
The freeze-dried fruit was rehydrated to its original moist-
ure content (77 g per 100 g) before all the in vitro digestion
procedures in order to be as close as possible to the fresh
fruit. Therefore, ultrapure water was added to the freeze-dried
fruit and the mixture was homogenized and left overnight in a
refrigerator. The next morning, we took the appropriated
amount of the rehydrated fruit for each in vitro digestion
procedure.
In vitro bioaccessibility protocols
In this study we designated as the in vitro bioaccessibility pro-
tocol the entire sequence of steps that took place in the bio-
accessibility assays before HPLC analysis. For better under-
Food & Function Paper
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standing the assay descriptions, the protocols for in vitro bio-
accessibility determination were divided into three steps: (i)
in vitro digestion, (ii) separation of the aqueous phase contain-
ing mixed micelles (supernatant) and (iii) carotenoid extrac-
tion and analysis (Fig. 1).
In vitro digestion method described by Xavier et al.19 This
method comprises only gastric and intestinal phases. Briefly,
2.0 ± 0.2 g of the rehydrated fruit was taken, 20 mL of gastric
juice (0.05% pepsin solution in 0.1 M HCl, pH 2.2) was added
and the mixture was incubated under agitation at 37 °C for 2 h
to mimic the gastric phase. After this, the samples were cooled
under water, the pH was adjusted to 7.0 ± 0.2, 30 mL of 0.3%
bile extract in saline solution (biliary juice) was added and the
mixture was incubated under agitation at 37 °C for 30 min.
The saline solution was composed of 3 M NaCl and 75 mM
CaCl2, pH 6.2. Then, the samples were cooled again and
40 mL of pancreatic juice (0.4% of pancreatin, 0.07% of lipase
in saline solution of 0.1 M NaHCO3, pH 8.4) were added and
the mixture was maintained under agitation with magnetic
stirring at 37 °C for 2 h. The digestion ended by cooling the
samples in an ice bath.
In vitro digestion method described by Minekus et al.:11 the
INFOGEST method. The INFOGEST method comprises oral,
gastric and intestinal phases, using simulated digestive fluids,
i.e., aqueous solutions containing electrolytes with concen-
trations based on physiological conditions.11 The composition
of the Simulated Salivary Fluid (SSF), Simulated Gastric Fluid
(SGF) and Simulated Intestinal Fluid (SIF) was carefully repro-
duced as described by Minekus et al.11 Oral phase reagents
were pre-incubated for 10 min at 37 °C. To 5 g ± 0.2 g of the
rehydrated sample, 3.5 mL of SSF stock solution (pH 7.0 ± 0.2
adjusted with 1 M NaOH), 0.5 mL of amylase solution 1500
U mL−1 (dissolved in SFF), 25 µL of 0.3 M CaCl2 and 975 µL of
ultrapure water to a final volume of 10 mL were added. The
mixture was incubated at 37 °C under stirring for 2 min. To
simulate the gastric phase, 7.5 mL of SGF stock solution
(pH 3.0 ± 0.2 adjusted with 1 M HCl), 1.6 mL of pepsin solu-
tion 25 000 U mL−1 (dissolved in SGF) and 5 µL 0.3 M CaCl2
were added. The pH of the mixture was adjusted to 3.0 ± 0.2
with 1 M HCl and the volume was made up to 20 mL with
ultrapure water. The mixture was incubated at 37 °C under stir-
ring for 2 h. After this period, the samples were cooled in an
ice bath. To simulate intestinal conditions, 11 mL of SIF stock
solution (pH 7.0 ± 0.2), 5 mL of pancreatin solution 100
U mL−1 (in trypsin activity), 40 µL of 0.3 M CaCl2 and bile solu-
tion 2.5 mL (9%) were added. The pH of the mixture was
adjusted to 7.0 ± 0.2 with 1 M NaOH. Ultrapure water was used
to make up the final volume to 40 mL and the mixture was
incubated again for 2 h at 37 °C. After this period, the final
digesta was cooled in an ice bath. For bile acids, the results of
concentration obtained by using kits (IBL America Inc.
Minneapolis, USA and SpinReact-Girona, Spain) gave incon-
sistent values. Thus, we added 0.045 g bile per 1 g rehydrated
sample, corresponding to the same amount of bile per gram of
sample used by Xavier et al.19
In vitro digestion method described by Xavier et al.19 using
the simulated fluids from the INFOGEST method.11 In this
digestion method all the steps were carried out as aforemen-
tioned for the in vitro digestion method described by Xavier
et al.,19 except that gastric, biliary and pancreatic solutions
were replaced by the corresponding Simulated Fluids (SF).11
Briefly, to 2.0 ± 0.2 g of rehydrated murici were added 20 mL
of SGF containing pepsin (0.05%, pH 3.0), and the mixture
was incubated at 37 °C under stirring for 2 h. After incubation,
Fig. 1 General overview of in vitro bioaccessibility protocols for carotenoids carried out in the present study, evidencing their three main steps
(in vitro digestion, separation of the aqueous phase containing mixed micelles (supernatant) and carotenoid analysis). SF = simulated fluids.
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the pH was adjusted to 7.0 ± 0.2. In the first stage of the intes-
tinal phase, 30 mL of SIF containing bile (0.3%, pH 7.0 ± 0.2)
and 0.3 M CaCl2 were added to the samples with further incu-
bation at 37 °C for 30 min under agitation. The pancreatic
phase was initiated by adding 40 mL of SIF containing pan-
creatin 0.4% and 0.07% of lipase (pH 7.0 ± 0.2). The mixture
was stirred at 37 °C for 2 h and then the digesta was cooled in
an ice bath.
Separation of the aqueous phase containing mixed micelles.
The final mixture obtained after all the in vitro digestion pro-
cedures was termed digesta, with an aqueous phase containing
residual solids in the suspension and sediment, oil droplets
and mixed micelles. Preliminary tests of in vitro digestion
using the freeze-dried fruit showed that centrifugation at
12 000g for 5 min, used by Xavier et al.,19 was not effective for
the separation of the aqueous phase with oil and micelles
(supernatant) from the remaining undigested fruit materials.
The centrifugation speed was increased to 20 000g, at 4 °C for
5 min (Himac CR 21, 12A rotor, Hitachi, Tokyo, Japan), and a
clear supernatant containing mixed micelles was separated
from the solid portion of the digesta. In addition, overnight
sedimentation at 4 °C for 16 h was tested, but phase separ-
ation was not visually complete, and thus centrifugation was
used under the same conditions aforementioned. Therefore,
the protocols adapted for fruits were termed in this study as:
Xavier modified, Xavier modified + SF, INFOGEST adapted to
carotenoids and Xavier modified + SF sedimentation.
Carotenoid extraction from the aqueous phase containing
mixed micelles. The aqueous phase containing mixed micelles
(supernatant) was transferred to 500 mL centrifuge tubes and
carotenoids were exhaustively extracted with diethyl ether
(20 mL per extraction) by vigorous manual shaking for 1 min.
Ten milliliters of 10% NaCl were added and the mixture was
centrifuged (20 000g, 5 min, 4 °C). Organic and aqueous
phases were separated in a separation funnel and the aqueous
phase with the remaining carotenoids was re-extracted until
the extract became colorless. The combined organic phase was
dried under nitrogen flux and stored at −37 °C under a nitro-
gen atmosphere in the dark until carotenoid analysis.
Bioaccessibility calculation. Bioaccessibility (percentage of
bioaccessible carotenoids) was calculated as the ratio between
the concentration of carotenoid in the micellar aqueous phase
(supernatant) and its concentration in the fruit, according to
eqn (1).
Bioaccessibility ð%Þ ¼ ½carotenoidsupernatant½carotenoidfruit
 
 100 ð1Þ
Carotenoid analysis
Carotenoid extraction from murici fruit. Before extraction,
the composite freeze-dried murici was rehydrated (ultrapure
water/sample, 2 : 1) for 5 min. The rehydrated sample (5.0 ±
0.5 g) was transferred to a mortar and the carotenoids were
exhaustively extracted by maceration with acetone. The dry
extract was stored at −37 °C under a nitrogen atmosphere in
the dark until analysis.2 Carotenoid extraction for quantifi-
cation was carried out in triplicate.
Separation, identification and quantification by
HPLC-DAD-MS/MS. Separation and identification of caro-
tenoids from fruit and micelles were carried out by applying
the same chromatographic and MS conditions described in
detail by Rodrigues et al.22 Carotenoids were quantified by
HPLC-DAD, using six-point analytical curves of (all-E)-lutein
(0.5–24.4 μg mL−1, r2 = 0.99) and (all-E)-zeaxanthin
(0.2–21.6 μg mL−1, r2 = 0.99). The (Z)-isomers were estimated
using the curve of the corresponding (all-E)-carotenoid; caro-
tenoid mono- and diesters were estimated using the curve of
the corresponding free xanthophyll. All other carotenoids were
quantified as lutein. The total carotenoid content was calcu-
lated as the sum of the contents of each individual carotenoid
separated on the C30 column.
Carotenoid stability and micellarization after in vitro digestion
In order to evaluate the carotenoid stability during in vitro
digestion conditions and the role of enzymes, bile and simu-
lated fluids in carotenoid stability and micellarization, a separ-
ated set of experiments, using Xavier modified and Xavier
modified + SF protocols, was conducted without previous sep-
aration of the supernatant containing micelles for carotenoid
analysis, i.e., the carotenoids were extracted from the whole
digesta resulting from the digestive process. These experi-
ments were also carried out in the absence of enzymes and
bile. Carotenoids were extracted from whole digesta through
the same procedure employed for micelles and quantified by
UV-Vis spectrophotometry.
Dried extracts were solubilized in ethanol and the absor-
bance was measured using a diode array spectrophotometer
(Agilent model 8453). The total carotenoid content was calcu-
lated by using the specific extinction coefficient of the major
carotenoid (in the case of murici it is lutein, E1%1cm = 2550, in
ethanol).25
Statistical analysis
Statistical analyses were carried out by using the Statistica 7.0
software. Means were compared by Student’s t test for two
independent means or by one way ANOVA and Tukey’s test
(α = 5%). Regression analyses were conducted using the Origin
8.0 software.
Results and discussion
Considerations to adapt an in vitro digestion method to
carotenoids
The aqueous micellar phase containing carotenoids represents
their bioaccessible fraction to the absorptive cells lining the
small intestine. Centrifugation, filtration and sedimentation
are procedures commonly used to separate the aqueous phase
containing mixed micelles from digesta; however, there are no
standardized conditions for micelle separation. Different find-
ings were reported in the literature concerning micelle
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separation. The supernatant might contain carotenoids in the
microcrystalline aggregate form or nonmicellarized aggre-
gates.26 However, the concentration of lutein, α-carotene and
β-carotene was not altered after filtration.27 Therefore,
filtration might be another option to be tested in the future for
micelle isolation in a specific protocol for carotenoids. In
addition, the in vitro digestion method proposed by the
INFOGEST is a general protocol and does not address separ-
ation of mixed micelles and extraction steps for carotenoid
bioaccessibility determination.
In the present work, the clear supernatant collected after
centrifugation of the digesta was assumed to be the aqueous
phase containing micelles, i.e., the micellar phase. We verified
that to properly isolate the micellar phase of the digesta of the
freeze-dried fruit, the centrifugation speed had to be increased
from 12 000g to 20 000g. In addition, only sedimentation was
not enough to separate the aqueous phase containing the
micelles. In fact, the total carotenoid content of the micellar
phase obtained after overnight sedimentation followed by cen-
trifugation was significantly higher (test t, p < 0.05) than that
when only centrifugation was employed. These results suggest
that ongoing enzymatic activity may have occurred during
overnight sedimentation since the micelles separated by
sedimentation followed by centrifugation incorporated
more carotenoids (12%) than those separated by centrifu-
gation only (10%).
Although mixed micelles could be directly analyzed by
HPLC, we verified that exhaustive extraction with diethyl ether
followed by water wash steps was necessary to obtain a clean
carotenoid extract appropriate for LC-DAD-MS analysis. These
steps are straightforward and reproductive since the relative
standard deviation values for carotenoid contents determined
after all the in vitro bioaccessibility protocols were lower
than 10%.
Therefore, all the protocols for the assessment of the
in vitro bioaccessibility of carotenoids from fruits were adapted
by coupling these two steps: micelle separation by centrifu-
gation and carotenoid exhaustive extraction from the micelles
with diethyl ether.
It is important to highlight that although saponification is
recognized to facilitate the carotenoid analysis by alkaline
hydrolysis of carotenoid esters and removal of interfering
lipids and chlorophylls, information on the native carotenoid
esters is completely lost. In addition, quantitative carotenoid
loss can occur and artifacts may be produced during saponifi-
cation. In fact, the total carotenoid content in the nonsaponi-
fied extract of murici fruit was 55.9 ± 1.4 µg per g dw, the value
being almost twice higher than that reported for the saponi-
fied extract of the same sample (31.0 ± 2.2 µg per g dw),2 both
quantified by HPLC-DAD.
Furthermore, a set of experiments was carried out to evalu-
ate the stability of the carotenoids during the digestion
process and the influence of some factors in their micellariza-
tion (Table 1). Enzymes, bile and simulated fluids seem to
have no influence on carotenoid stability during digestion.
The solid fraction of the digesta remained colored after caro-
tenoid extraction by vortexing and centrifugation, indicating
the presence of carotenoids in the structure of the freeze-dried
fruit.
In the absence of enzymes and bile, carotenoid micellariza-
tion decreased by about 80%, ratifying their importance in
modulating the carotenoid micellarization during in vitro
digestion, given the nonpolar character of carotenoid mole-
cules. These results agree with earlier studies that have shown
a decrease from 80 to 100% in carotenoid micellarization in
the absence of enzymes and bile after in vitro digestion of
carrots and spinach.28,29 Therefore, we confirmed that the for-
mation of mixed micelles, which requires emulsification by
bile salts and products of triacylglyceride lipolysis by enzymes,
is a limiting step for carotenoid bioaccessibility.
Carotenoid profiles from murici fruits before and after in vitro
digestion
The overall carotenoid profile of murici remained the same
after the in vitro digestion procedures (Fig. 2 and Table 2).
Since a detailed description of identification of carotenoids in
murici fruits was recently reported by Rodrigues et al.,22 only
quantitative aspects of the fruit and those related to bioacces-
sibility are discussed below.
The major carotenoids found in murici fruit were the free
xanthophylls (all-E)-lutein (peak 2) and (all-E)-zeaxanthin
(peak 3), the monoester (all-E)-lutein 3-O-myristate which co-
eluted with (all-E)-β-carotene (peaks 13a and 13b), and the di-
esters (all-E)-lutein 3-O-myristate-3′-O-laurate (peak 22), (all-E)-
lutein dimyristate (peak 25), and (all-E)-lutein myristate-palmi-
tate regioisomers (peaks 28a and 28b). Free and esterified
forms of lutein corresponded, respectively, to approximately
27 and 48% of the total carotenoids of murici fruits, taking
into account all the isomeric forms. These proportions of
free and esterified lutein are in agreement with the results
previously found for the saponified extract of murici fruit,
in which 67% of the total carotenoids corresponded to
lutein isomers.2 The small difference between the results
is probably related to co-elution of compounds in non-saponi-
fied extract.
Table 1 Carotenoid stability and micellarization during in vitro
digestion
Conditions
Xavier
modified
Xavier
modified + SF
With enzymes and bile Micelle 16.1 ± 0.9*b 11.8 ± 1.0*b
Digesta 59.4 ± 1.7*B 49.1 ± 1.3*A
Without enzymes and bile Micelle 2.5 ± 0.4a 3.2 ± 0.5a
Digesta 48.2 ± 1.8A 52.1 ± 4.9A
SF – simulated fluids. Total carotenoids (UV-VIS, µg per g dw) were
expressed as mean ± standard deviation of 3 independent experiments
(n = 3). Asterisk mark in the same row indicates significant difference
(t test, p < 0.05) between the two methods. Different lowercase and
capital letters in the same column indicate significant difference
(t test, p < 0.05) due to the presence of enzymes and bile in micelles
and digesta, respectively.
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Carotenoid bioaccessibility depends on the in vitro digestion
protocol
In this study, the consensus method for the in vitro digestion
of foods preconized by INFOGEST11 adapted to carotenoids
and a more simple protocol that has already been used for
carotenoids, described by Xavier et al.,19 were compared. The
comparison also included a new protocol composed of the
Xavier modified method adding the Simulated Fluids (SF)
described by INFOGEST (Table 2). Absolute concentrations of
all carotenoids obtained with the different protocols are
shown in Table S2 (ESI†).
The hydrolysis of xanthophyll esters was incomplete and
both free and ester forms were incorporated into micelles in
different extensions depending on the in vitro digestion
method. The average bioaccessibility of free and esterified
carotenoids and the relative amounts of these different forms
in the freeze-dried murici fruit and micelles are shown in
Fig. 3.
The replacement of simple saline solutions by simulated
fluids (SF) decreased the bioaccessibility of free carotenoids
and monoesters, respectively, by 12% and 7% (in average),
while no changes were noticed in diester bioaccessibility
(Fig. 3A). Evidently, this fact influenced the relative concen-
tration of free and esterified carotenoid forms in the micelles,
i.e., diester proportion in micelles increased when SF was
added as a consequence of a lower proportion of free caroten-
oids and monoesters (Fig. 3B). For instance, the relative con-
centration of diesters in micelles was 26% in the Xavier modi-
fied protocol and 44% in the Xavier modified + SF (Fig. 3B),
whereas respectively, 42% and 25% of the carotenoids were
found in the free form. Besides, the overall bioaccessibility
assessed by using the Xavier modified protocol decreased by
5% (Table 2) when SF was added, indicating that the presence
of electrolytes can affect carotenoid bioaccessibility. According
to Biehler et al.,29 minerals can impact carotenoid bioaccessi-
bility by affecting the formation or stability of mixed micelles
due to their influence on the ionic strength of the digesta, or
by forming complexes with bile salts and fatty acids. For
instance, divalent ions can form insoluble salts with bile acid
anions, decreasing their concentration in solution and conse-
quently their solubilizing activity, impairing the formation of
micelles30,31 or bind fatty acids impeding the transport of caro-
tenoids from the lipid droplets to the formed mixed micelles.32
Furthermore, according to Biehler et al.,29 the highest ionic
strength of the aqueous phase favors the incorporation of
hydrophobic carotenes into micelles, whereas interactions
between the micelle surface and xanthophylls are disturbed.
Our results are in line with the above hypothesis, as bioaccessi-
bility of diesters, the most hydrophobic species, remained
unchanged while free xanthophyll bioaccessibility decreased
by 8% with the addition of simulated fluids.
On the other hand, the in vitro bioaccessibility of free caro-
tenoids, mono- and diesters was, respectively, approximately 8,
1 and 11% higher when assessed by using the INFOGEST
adapted protocol than by using the Xavier modified protocol.
Concerning free carotenoids, (all-E)-lutein and (all-E)-zea-
xanthin were 9% more bioaccessible by applying the INFOGEST
adapted protocol than by that of the Xavier modified protocol,
while bioaccessibility values were similar for Z isomer caroten-
oids. In general, diester bioaccessibility was lower than those
of free carotenoids and monoesters by both Xavier modified
and INFOGEST adapted protocols (Fig. 3A). The bioaccessibil-
ity of diesters was almost twice lower than those of free caro-
tenoids and monoesters in the Xavier modified protocol, while
no statistical differences among the bioaccessibility of the
three carotenoid forms were observed by using the INFOGEST
adapted protocol. However, the aspect that is most striking is
that, regardless of the in vitro digestion protocol used in the
present study, the relative contents of esterified carotenoids
(mono and mainly diesters, Fig. 3B) in micelles were higher
than the amount of such compounds generally found in the
literature after in vitro digestion,13 in which carotenoids are
found primarily in their free form. In fact, similar results were
found for the bioaccessibility of zeaxanthin esters from goji
berries by using the INFOGEST in vitro digestion procedure,
suggesting that the enzymes preconized by this protocol,11 at
least in their recommended concentrations/activities, are not
Fig. 2 Chromatograms, obtained by HPLC-DAD, of carotenoid extracts
from murici fruit before and after in vitro digestion assayed by using
different protocols. Chromatograms were obtained at 450 nm. Peak
assignments are given in Table 2.
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effective to hydrolyze the carotenoid ester.20 Moreover, apply-
ing the Xavier et al.19 method, the hydrolysis of lutein esters at
different extents was found after in vitro digestion of milk and
yogurt, indicating the possible interaction between digestion
enzymes and milk components. In fact, the levels of in vitro
lipolysis are usually lower than those reported in vivo for non-
polar compounds.33–35
The differences between the INFOGEST adapted and the
Xavier et al. modified protocols are (i) the oral phase, which is
absent in the Xavier modified protocol, (ii) the use of simu-
lated digestive fluids containing various electrolytes in the
INFOGEST adapted protocol and simple saline solution in the
Xavier modified protocol, (iii) types of enzymes and (iv)
enzyme concentrations since in the INFOGEST adapted proto-
col the addition of enzymes is based on their activity instead
of their concentration. The difference in both types and
amounts of enzymes used in each protocol is remarkable
(Table S1, ESI†). In the INFOGEST adapted protocol, in
addition to α-amylase used in the oral phase, twice the
amount of pepsin and approximately 13 times less pancreatin
were used in comparison to Xavier modified protocols, in
which lipase was also employed in the intestinal phase.
Carotenoid bioaccessibility is influenced by the chemical
structure
Concerning the chemical structure of the carotenoids, the
individual carotenoid bioaccessibility assessed by using the
INFOGEST adapted protocol ranged from 29% for (all-E)-
lutein, the major free carotenoid in murici fruit, to 17% for
(all-E)-lutein myristate (co-eluted with β-carotene) and 18% for
Table 2 Carotenoid content of murici fruit and carotenoid in vitro bioaccessibility assayed by different protocols
Peak Carotenoid
Carotenoid
content of
murici fruit
(µg per g dw)
Bioaccessibility of carotenoids (%)
Xavier
modified
Xavier
modified +
SF
Xavier
modified + SF
sedimentation
INFOGEST
adapted
1 Free (13Z)-Lutein or (13′Z)-lutein 1.2 ± 0.0 21 ± 5c 13 ± 2ab 12 ± 1a 19 ± 1bc
2 (All-E)-lutein 11.7 ± 0.5 20 ± 3b 6 ± 2a 9 ± 2a 29 ± 3c
3 (All-E)-zeaxanthin 3.7 ± 0.2 13 ± 3b 5 ± 2a 8 ± 1ab 22 ± 2c
4 (9Z)-Lutein 1.0 ± 0.0 20 ± 3b 14 ± 2ª 13 ± 1a 25 ± 2b
5 (9′Z)-Lutein 1.0 ± 0.0 20 ± 3b 14 ± 1a 13 ± 1a 24 ± 2b
6 Monoester (All-E)-neochrome myristate 1.0 ± 0.0 24 ± 2b 13 ± 1a 15 ± 1a 23 ± 2b
7 (All-E)-neochrome palmitate + lutein 3′-O-caprate +
lutein 3-O-caprate
1.3 ± 0.1 26 ± 2c 12 ± 2a 15 ± 1a 20 ± 2b
8 (Z)-Lutein 3′-O-laurate 1.0 ± 0.0 25 ± 2b 15 ± 0a 17 ± 1a 21 ± 2b
9 (Z)-Lutein 3-O-laurate 1.2 ± 0.0 15 ± 1a 13 ± 1a 14 ± 1a 20 ± 2b
10 (13Z)-Lutein 3-O-myristate 0.7 ± 0.0 22 ± 1bc 18 ± 2a 20 ± 0ab 25 ± 2c
11 (all-E)-Lutein 3′-O-myristate 1.3 ± 0.1 25 ± 1c 13 ± 1a 15 ± 1a 20 ± 2b
12 (13′Z)-Lutein 3-O-myristate 0.8 ± 0.0 14 ± 0a 14 ± 1a 15 ± 0a 25 ± 2b
13 (All-E)-lutein 3-O-myristate + (all-E)-β-carotene 3.7 ± 0.1 15 ± 1bc 9 ± 2a 12 ± 1ab 17 ± 2c
14 (13Z)-Lutein 3-O-palmitate or (13′Z)-lutein-O-
palmitate
0.8 ± 0.0 21 ± 1b 16 ± 1a 17 ± 1a 25 ± 1c
15 Zeaxanthin myristate 0.6 ± 0.0 18 ± 1b 15 ± 1a 17 ± 0ab 20 ± 2b
16 (All-E)-lutein 3-O-palmitate 1.1 ± 0.0 15 ± 1b 12 ± 1a 12 ± 1a 19 ± 2c
17 Diester (Z)-Violaxanthin dimyristate 1.5 ± 0.1 9 ± 0a 10 ± 2a 13 ± 1a 22 ± 2b
18 (Z)-Violaxanthin myristate palmitate 1.8 ± 0.1 8 ± 0a 10 ± 1a 10 ± 1a 18 ± 1b
19 (Z)-Violaxanthin myristate palmitate 1.2 ± 0.0 12 ± 0a 13 ± 2a 14 ± 1a 19 ± 1b
20 (Z)-Violaxanthin dipalmitate 0.7 ± 0.0 19 ± 0a 19 ± 0a 17 ± 1a 28 ± 2b
21 β-Cryptoxanthin myristate + lutein dilaurate 0.9 ± 0.0 17 ± 1ab 18 ± 2b 14 ± 0a 24 ± 2c
22 (All-E)-lutein 3-O-myristate-3′-O-laurate 2.3 ± 0.1 8 ± 0a 10 ± 1a 13 ± 1b 20 ± 2c
23 (13Z)-Lutein dimyristate 1.4 ± 0.0 11 ± 0a 11 ± 1a 13 ± 1a 19 ± 1b
24 (13′Z)-Lutein dimyristate 1.0 ± 0.0 15 ± 1a 14 ± 1a 17 ± 2a 22 ± 1b
25 (All-E)-lutein dimyristate 5.1 ± 0.2 4 ± 0a 7 ± 1a 11 ± 1b 18 ± 2c
26 (Z)-Lutein 3-O-myristate-3′-O-palmitate 1.4 ± 0.0 11 ± 0a 11 ± 1a 15 ± 1b 20 ± 2c
27 (Z)-Zeaxanthin dimyristate 1.1 ± 0.0 8 ± 0a 7 ± 0a 9 ± 1a 17 ± 2b
28 (All-E)-lutein 3-O-myristate-3′-O-palmitate + (all-E)-
lutein 3′-O-myristate-3-O-palmitate
3.0 ± 0.1 6 ± 0a 8 ± 1a 13 ± 1b 19 ± 1c
29 (Z)-Lutein myristate palmitate 0.9 ± 0.0 14 ± 0a 13 ± 1a 15 ± 1a 22 ± 1b
30 (All-E)-lutein dipalmitate 1.1 ± 0.0 13 ± 1a 13 ± 1a 16 ± 1a 24 ± 2b
Total carotenoids by HPLC-DAD (µg per g dw) 55.9 ± 1.4 8.3 ± 0.6b 5.4 ± 0.6cA 6.8 ± 0.2B 12.4 ± 0.8a
Overall bioaccessibility by HPLC-DAD (%) 15 ± 1b 10 ± 1c 12 ± 0 22 ± 2a
Carotenoids were quantified by HPLC-DAD using external analytical curves. Bioaccessibility of carotenoids reflects the percentual ratio between
the concentration of carotenoids in the aqueous micellar fraction and their concentration in murici fruit. Overall bioaccessibility reflects the
percentual ratio between the total concentration of carotenoids in the aqueous micellar fraction and the total concentration in murici fruit. The
carotenoid content and carotenoid bioaccessibility are expressed as mean ± standard deviation (n = 3). Different lowercase letters in the same row
indicate significant difference (Tukey test, p < 0.05). Different capital letters in the same row indicate significant difference (t test for
independent samples, p < 0.05).
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(all-E)-lutein dimyristate, respectively, the major mono- and
diesters found in murici (Table 2). On the other hand, the
extent of transfer of carotenoids from murici to mixed micelles
after in vitro digestion by using the Xavier modified protocol
was 6% for (all-E)-lutein, 15% for (all-E)-lutein myristate and
4% for (all-E)-lutein dimyristate (Table 2). In other words, we
found that the bioaccessibility of different forms of caroten-
oids depended on the digestion protocol. In addition, even
considering a specific in vitro bioaccessibility protocol, un-
fortunately no structure–activity relationship could be estab-
lished concerning the E/Z isomers, location and/or number of
acylated fatty acids in lutein and the size of the chain length of
the fatty acids acylated to the carotenoids.
The difference in the in vitro bioaccessibility of carotenoids
from fruits due to chemical speciation was more evident in the
study of Chitchumroonchokchai & Failla,17 in which the mean
bioaccessibility of zeaxanthin diesters was 11% in contrast to
81 and 44% for free zeaxanthin and monoesters, respectively.
These authors also reported that the relative amount of
zeaxanthin diesters was inversely related to zeaxanthin
bioaccessibility.
Studies have shown an inverse relationship between caro-
tenoid hydrophobicity and micelle incorporation, since
xanthophylls are generally more bioaccessible than carotenes
due to the lower nonpolar character of xanthophylls that facili-
tates their transfer to mixed micelles.36,37 In an equivalent
way, esterification markedly decreases the polarity of xantho-
phylls, and thus, these large nonpolar molecules are probably
situated in the core of lipid membranes or emulsions and not
on the surface, which could affect their transfer to
micelles.38,39 However, an increased bioavailability of xantho-
phylls was observed when human subjects were fed meals con-
taining esterified form compared to their free form.38,40,41
Possibly, carotenoid esters can be cleaved before and after
their transference to micelles, or either in the brush border
membrane or inside the enterocytes, yielding a high concen-
tration of bioaccessible free xanthophylls.17,18 According to
Bowen et al.,38 dispersion, solubilization and incorporation of
the carotenoid forms into micelles are the most important
factors in their bioaccessibility and not the ester hydrolysis,
though.
Challenges faced during adaptation and implementation of
the INFOGEST in vitro digestion protocol
The consensus method published by the INFOGEST network
indicates the addition of enzymes in terms of their activity
instead of concentrations; however, the methods for the deter-
mination of enzyme activity are laborious, time-consuming
and expensive. In addition, we found that the enzyme activities
determined experimentally were sometimes about 75% lower
than label specifications and inter-lot variations were also
observed (data not shown). Egger et al.42 conducted inter-
laboratory trials applying the standardized INFOGEST method
and also reported high variability among the results of pepsin
activity found by different participant laboratories. Moreover, a
difficult task was the quantification of bile salts in bile extract.
Applying a standardized model for in vitro digestion is
essential to follow consistent analytical parameters and to
guarantee comparability of the obtained results worldwide.
Besides, application of the standardized method worldwide
can lead to improvements in the protocol, increasing its
robustness. However, it should be taken into account that low-
cost, reproducibility, and use of reagents and enzymes of easy
acquisition determine the practice of the method in a more
reasonable and widespread way by laboratories around the
world.
Fig. 3 Micellarization of carotenoids obtained by different in vitro bioaccessibility protocols: (A) average bioaccessibility, calculated as the ratio of
the sum of individual bioaccessibility per number of carotenoids in each form (free, monoesters and diesters) and (B) relative concentration of free,
monoesters and diesters of carotenoids from murici fruits and micelles (supernatant), calculated as the percentage of each carotenoid form in
relation to the total carotenoid content of fruits or micelles. Different lowercase letters in the bars indicate significant difference (Tukey’s test, p <
0.05) among different carotenoid forms (free carotenoids, monoesters and diesters) in the tested protocol, whereas different capital letters indicate
significant difference (Tukey’s test, p < 0.05) for the same carotenoid form among different tested protocols.
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Conclusion
Considering that the INFOGEST method for in vitro digestion
is a general protocol that requires additional steps to study
lipophilic compounds, the coupled steps of micelle separation
and carotenoid extraction allowed the successful determi-
nation of carotenoid bioaccessibility in fruits. Carotenoid
micellarization differed among the protocols tested, confirm-
ing the necessity of protocol standardization for bioaccessibil-
ity analyses. The results also indicated that the presence of
electrolytes affects carotenoid bioaccessibility and confirmed
that the formation of mixed micelles is a limiting step for caro-
tenoid bioaccessibility. Furthermore, evaluation of the caroten-
oid ester profile indicates the extension of hydrolysis that can
take place during in vitro digestion of foods.
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 Electronic Supplementary Material 
 
Table S.1 Amount of enzymes (g) used per each 1.0 g of rehydrated murici in in vitro 
bioaccessibility protocols. 
 Xavier modified 
INFOGEST  
adapted 
-amylase  na 0.0019 
pepsin  0.005 0.01 
pancreatin  0.08 0.006 
lipase 0.0132 na 
na=not applicable 
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Table S.2 Carotenoid content (µg.g-1 dw) from murici fruit and its micellar fractions obtained after in vitro digestion protocols. 
Peaka Carotenoid Murici fruit Xavier modified Xavier modified + SF INFOGEST adapted 
1 (13Z)-lutein or (13'Z)-lutein 1.2 ± 0.0 0.3 ± 0.1 0.2 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
2 (all-E)trans-lutein 11.7 ± 0.5 2.3 ± 0.4 0.7 ± 0.2 3.4 ± 0.3 
3 (all-E)-zeaxanthin 3.7 ± 0.2 0.5 ± 0.1 0.2 ± 0.1 0.8 ± 0.1 
4 (9Z)-lutein 1.0 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.3 ± 0.0 
5 (9’Z)-lutein 1.0 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
6 (all-E)-neochrome myristate 1.0 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
7 
(all-E)-neochrome palmitate + lutein 3’-O-caprate 
+ lutein 3-O-caprate 
1.3 ± 0.1 0.3 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.3 ± 0.0 
8 (Z)-lutein 3’-O-laurate 1.0 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
9 (Z)-lutein 3-O-laurate 1.2 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
10 (13Z)-lutein 3-O-myristate 0.7 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
11 (all-E)-lutein 3'-O-myristate 1.3 ± 0.1 0.3 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.3 ± 0.0 
12 (13’Z)-lutein 3-O-myristate 0.8 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
13 (all-E)-lutein 3-O-myristate + (all-E)-β-carotene 3.7 ± 0.1 0.5 ± 0.0 0.3 ± 0.1 0.6 ± 0.1 
14 
(13Z)-lutein 3-O-palmitate or (13’Z)-lutein 3-O-
palmitate 
0.8 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
15 zeaxanthin myristate 0.6 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 
16 (all-E)-lutein 3-O-palmitate 1.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
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17 (Z)-violaxanthin dimyristate 1.5 ± 0.1 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.3 ± 0.0 
18 (Z)-violaxanthin myristate palmitate 1.8 ± 0.1 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.3 ± 0.0 
19 (Z)-violaxanthin myristate palmitate 1.2 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
20 (Z)-violaxanthin dipalmitate 0.7 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
21 -cryptoxanthin myristate+ lutein dilaurate 0.9 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
22 (all-E)-lutein 3-O-myristate-3’-O-laurate 2.3 ± 0.1 0.2 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.5 ± 0.0 
23 (13Z)-lutein dimyristate 1.4 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.3 ± 0.0 
24 (13’Z)-lutein dimyristate 1.0 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
25 (all-E)-lutein dimyristate 5.1 ± 0.2 0.2 ± 0.0 0.3 ± 0.1 0.9 ± 0.1 
26 (Z)-lutein 3-O-myristate-3’-O-palmitate 1.4 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.3 ± 0.0 
27 (Z)-zeaxanthin dimyristate 1.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
28 
(all-E)-lutein 3-O-myristate-3’-O-palmitate + (all-E)-
lutein 3’-O-myristate-3-O-palmitate 
3.0 ± 0.1 0.2 ± 0.0 0.2 ± 0.0 0.6 ± 0.0 
29 (Z)-lutein myristate-palmitate 0.9 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.2 ± 0.0 
30 (all-E)-lutein dipalmitate 1.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.1 ± 0.0 0.3 ± 0.0 
 Total 55.9 ± 1.4 8.3 ± 0.6 5.4 ± 0.6 12.4 ± 0.8 
Carotenoids were quantified by HPLC-DAD using external analytical curves. Carotenoid contents are expressed as mean ± sd (n=3). a Numbered according to Figure 2. 
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ABSTRACT: In vitro digestion methods are routinely used to assess the bioaccessibility of carotenoids and other dietary
lipophilic compounds. Here, we compared the recovery of carotenoids and their efficiency of micellarization in digested fruits,
vegetables, egg yolk, and salmon and also in mixed-vegetable salads with and without either egg yolk or salmon using the static
INFOGEST method22 and the procedure of Failla et al.16 Carotenoid stability during the simulated digestion was ≥70%. The
efficiencies of the partitioning of carotenoids into mixed micelles were similar when individual plant foods and salad meals were
digested using the two static methods. Furthermore, the addition of cooked egg or salmon to vegetable salads increased the
bioaccessibility of some carotenoids. Our findings showed that the two methods of in vitro digestion generated similar estimates
of carotenoid retention and bioaccessibility for diverse foods.
KEYWORDS: carotenes, xanthophylls, phytoene, phytofluene, micellarization, digestion, INFOGEST
■ INTRODUCTION
Carotenoids are fat-soluble pigments widely distributed in
plants and several animal foods and are present in human
tissues. As de novo synthesis of carotenoids does not occur in
humans, these compounds are primarily obtained from fruits
and vegetables in the diet as well as from several animal-derived
foods, such as eggs and salmon. Approximately 40 of the more
than 750 identified carotenoids in nature are present in the
human diet, of which the most abundant are the hydrocarbon
carotenes α-carotene, β-carotene, and lycopene and the oxy-
carotenoids lutein, zeaxanthin, and β-cryptoxanthin (Figure
S1).1 These six carotenoids account for 90−95% of the total
carotenoids typically detected in human plasma.2 Other
carotenoids, such as astaxanthin and the carotene precursors
phytoene and phytofluene, are also present in chylomicrons
and plasma after acute and chronic exposure to foods
containing these compounds.3,4
Dietary intake of carotenoids and their plasma levels have
been consistently associated with health outcomes and the
reduced risk of developing age-related degenerative diseases,
including macular degeneration5 and some types of cancer.6 α-
and β-Carotenes and cryptoxanthins are precursors of vitamin
A. Provitamin A carotenoids represent 70 to 90% of the total
vitamin A intake in developing countries.7 The inclusion of
foods rich in provitamin A and other carotenoids in general
into the diet has been strongly encouraged,8,9 especially because
vitamin A deficiency is a leading cause of blindness and
associated with increased morbidity and mortality in children
and pregnant women.10
Only a fraction of consumed carotenoids is released from
food matrices and partitions in mixed micelles during the small
intestinal phase of digestion. Mixed micelles deliver carotenoids
and the products of lipid digestion to the apical surfaces of
absorptive epithelial cells. Once transported across the brush
border membrane, carotenoids remain intact or may be
metabolized to products such as retinyl esters and apo-
carotenoids. Similar to other fat-soluble vitamins and
compounds, the bioaccessible carotenoids and their metabolites
are incorporated into chylomicrons and secreted into the lymph
for distribution to tissues where they contribute to the
promotion of health and wellness.11
In order to screen the bioaccessibility of carotenoids and
other fat-soluble, dietary compounds in various foods, Garrett
et al.12,13 developed a technically simple, cost-effective method
to simulate gastric and small intestinal digestion. An oral phase
of digestion was subsequently added to the procedure for the
simulated digestion of high-starch foods.14 In vitro digestion
was coupled with the use of differentiated cultures of human
intestinal Caco-2 cells to determine the apical uptake of
carotenoids delivered in mixed micelles, which were generated
during in vitro digestion. Relatively low amounts of digestive
enzymes and bile, simulating the fasted state in the lumen of
the upper gastrointestinal tract, were required for this static
procedure to prevent damage to Caco-2 cells, because the
Received: October 19, 2017
Revised: December 3, 2017
Accepted: December 5, 2017
Published: December 5, 2017
Article
pubs.acs.org/JAFCCite This: J. Agric. Food Chem. 2017, 65, 11220−11228
© 2017 American Chemical Society 11220 DOI: 10.1021/acs.jafc.7b04854
J. Agric. Food Chem. 2017, 65, 11220−11228
86
amounts of enzymes and bile salts that were more
representative of the luminal conditions in the fed state
damaged the cell monolayer. Many investigators have limited
the determination of the bioaccessibility of carotenoids and
other phytochemicals in plant foods to the in vitro digestion
method, thus facilitating the use of greater amounts of digestive
Table 1. Comparison of Digestion Parameters Applied for the Modified Original and INFOGEST in Vitro Methods
aPrior to initiating digestion, the samples were homogenized with a salt solution, which was usually a 1:1 food/salt solution, w/v, but was as great as
1:4 for foods with high amounts of carotenoids (e.g., tomato paste). This homogenized mixture (1.0 g) was the starting material for digestion. bThe
amount of 6.25 g of food was used in the present study as the final volume of digestive mixture was 50 mL, i.e., the final ratios of food:simulated
fluids used in the INFOGEST method were followed. cThe INFOGEST method suggests “sufficient mixing”; here, sealed tubes with samples were
shaken at 85 rpm in a water bath for both methods. dComposition from Oomen et al.57 eThe final volume of the digestion, including both the mass
of the sample and volumes of the reagents and simulated fluids presented in the typical example provided by Minekus et al.,22 was increased to 50
mL, i.e., the final volumes of the oral (10 mL), gastric (20 mL), and intestinal (40 mL) phases of digestion given in the typical example were
proportionally increased to 12.5, 25, and 50 mL, respectively. fThe salt-solution concentrations correspond to those of the stock solutions (1.25×
concentration) of the respective fluids. gEnzyme units or weight expressed per final volume of the respective digestive phase. hBile extract
concentration expressed per final volume of the small intestinal phase.
Journal of Agricultural and Food Chemistry Article
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enzymes and bile salts to better reflect the fed state.15,16 It is
noteworthy that the results generally obtained using in vitro
digestion have been well correlated with those following the
consumption of identical meals by healthy human sub-
jects.17−21
More recently, the European Cooperation in Science and
Technology (COST) developed a procedure referred to as the
INFOGEST method to standardize the in vitro digestion
procedure for determining the bioaccessibility of dietary
compounds in various food matrices.22 The static INFOGEST
method uses prandial-like conditions for digestion and
experimentally determined specific activities of commercial
preparations of digestive enzymes to facilitate the direct
comparison of results across laboratories. An interlaboratory
investigation of the digestion of skim-milk proteins sub-
sequently indicated the need to modify the method for the
determination of the specific activity of pepsin.23 The
INFOGEST method also has been adapted and applied to
determine the bioaccessibility of carotenoids and carotenoid
esters in fruits and beverages.24−26
The need to determine the specific activity of digestive
enzymes and the quantities of bile salts in bile or bile extracts,
as required by the INFOGEST method, is time-consuming and
requires additional reagents, thus adding to the expense of the
procedure.25 This may pose a difficulty for researchers with
limited financial resources. It is unknown if results obtained
with the static INFOGEST protocol differ significantly from
those obtained using less rigorous methods of in vitro digestion.
The objective of present study was to compare the
bioaccessibilities of carotenoids in relatively simple and more
complex food matrices using the INFOGEST procedure,22 as
adapted for determination of carotenoid and carotenoid ester
bioaccessibility,25 with those obtained using a simpler method
developed by Garrett et al.12 and Thakkar et al.14 but lacking
the coupling with the Caco-2-intestinal-cell model.16 The
modified procedure was adapted to include three times the
amounts of digestive enzymes and bile salts to better simulate
the fed state and is referred to as the “Modified Original”
method for the purpose of this paper. Carrot, spinach, tomato,
tomato paste, papaya, mango, egg yolk, and salmon served as
test foods as they collectively contain the prevalent carotenoids
in the human diet, viz., α-carotene, β-carotene, lycopene, lutein,
zeaxanthin, β-cryptoxanthin, and astaxanthin as well as the
colorless carotenoid precursors phytoene and phytofluene.
Furthermore, we evaluated whether the addition of cooked egg
or salmon to a salad affected the in vitro bioaccessibility of
carotenoids as assessed by both above-mentioned methods.
■ MATERIALS AND METHODS
Chemicals. The standards of (all-E)-astaxanthin, (all-E)-α-
carotene, (all-E)-β-carotene, (all-E)-lutein, (all-E)-lycopene, and (all-
E)-zeaxanthin (purity ≥90%, HPLC) were purchased from Sigma-
Aldrich (St. Louis, MO). (All-E/Z) phytoene and phytofluene (>95%
purity) were kindly provided by Dr. Kenneth Riedl of the Nutrient &
Phytochemical Analytic Shared Resource (NPASR) at The Ohio State
University. Bile extract (Sigma B8631), α-amylase (Sigma 10080;
approximately 50 U/mg, labeled activity; 124 U/mg, experimentally
determined), pepsin (Sigma P7000; ≥250 U/mg, labeled activity; 432
U/mg, experimentally determined), pancreatin (Sigma P7545; 8×
USP, labeled activity; 4 U TAME/mg, experimentally determined),
and pancreatic lipase (Sigma L3126, 30−90 U/mg protein using
triacetin as the substrate) were of porcine origin, and the other
reagents used in the in vitro digestion procedures and in the assays of
enzyme activity were also acquired from Sigma-Aldrich. The enzyme
activities were measured according to the INFOGEST protocol22 and
modified for the determination of the specific activity of pepsin, as
described by Egger et al.23 HPLC-grade methanol (MeOH),
tetrahydrofuran (THF), hexane, dimethylformamide (DMF), and
analytical-grade solvents were purchased from Thermo Fisher
Scientific (Pittsburgh, PA). HPLC-grade methyl tert-butyl ether
(MTBE) was obtained from J.T. Baker (Phillipsburg, NJ).
Preparation of the Test Foods. Fresh baby-spinach leaves
(Spinacia oleracea L.), carrots (Daucus carota subsp. sativus), grape
tomatoes (Solanum lycopersicum var. cerasiforme), mangoes (Mangifera
indica L. cv. ‘Haden’), papaya (Carica papaya L.), commercial tomato
paste (Hunts, Omaha NE), fresh fillets of wild salmon (Oncorhynchus
spp.), and fresh eggs were purchased from a local market (Columbus,
OH). The vegetables and ripe fruits were washed with tap water,
drained, and dried with paper towels, and the edible parts were
homogenized (Cuisinart Model CBT-500, Shelton, CT). Except for
the grape tomatoes, the fruits were peeled, and the seeds were
removed before homogenization. The salmon fillets were pan-fried
(350−375 °C, 7 min), and the skins were removed before manually
shredding; the muscle was homogenized. The eggs were cooked for 10
min in boiling water and cooled, and the yolks were separated from the
whites, weighed, manually shredded, and mixed with a fork. In
addition, spinach (30%), carrot (27%), and tomato (43%) were mixed
to prepare a fresh salad.27 The salad was also prepared to contain
either whole hard-boiled egg (0.24 g/g salad) or pan-fried salmon
(0.24 g/g salad). All the homogenized samples were immediately
transferred to 50 mL polypropylene test tubes, blanked with nitrogen,
and stored at −80 °C.
In Vitro Digestion Methods for Assessing Carotenoid
Bioaccessibility. The individual foods, the salad alone, and the
salads with either shelled hard-boiled egg or cooked salmon were
subjected to the simulated oral, gastric, and small intestinal phases of
digestion according to INFOGEST22 as modified by Rodrigues et al.25
or by the three-phase in vitro digestion method simulating fed
conditions in the gut.16 The latter is referred to as the Modified
Original method below. A detailed comparison of these methods is
listed in Table 1.
The Modified Original method begins by mixing the food to be
digested with an equivalent volume of a simple salt solution (120 mM
NaCl, 5 mM KCl, and 6 mM CaCl2) and homogenizing it prior to
initiating the oral phase of digestion.14 The masses of pepsin,
pancreatin, pancreatic lipase, and bile extract used for this study were 3
times those originally used for the in vitro digestion coupled with the
Caco-2-cell model to better simulate the conditions in a fed gut.
Aliquots of the homogenized samples were subjected to simulated oral
and gastric digestion with the respective concentrations of 3.9 mg/mL
α-amylase (labeled activity of 50 U/mg) and 4.9 mg/mL pepsin
(labeled activity of >250 U/mg) in final volumes of 8 and 35 mL,
respectively. The final concentrations of pancreatin, pancreatic lipase,
and bile extract were 1.2, 0.6, and 7.2 mg/mL, respectively, in the 50
mL reaction volume. Upon completion of the small intestinal phase of
digestion, aliquots of the chyme were centrifuged (12 000g for 45 min
at 4 °C) and the aqueous fraction was filtered (cellulose acetate, 0.22
μm pores) to obtain the mixed micelle fraction. Whereas the
carotenoid content in chyme is indicative of digestive stability, the
content in the filtered mixed micelle fraction represents the
bioaccessible fraction. The aliquots of the chyme, mixed micelle
fractions, and homogenized samples of the food used for digestion
were stored at −80 °C for no more than 1 day before analysis.
The total volume for the INFOGEST method22 as previously
adapted for carotenoids25 was increased to 50 mL for the small
intestinal phase of the digestion, and the quantities of the digestive
enzymes and bile extract were appropriately adjusted. The chyme was
centrifuged, and the supernatant was filtered to prepare the mixed
micelle fraction, of which aliquots were stored as above prior to
analysis.
Carotenoid stability represents the relative amount of the
carotenoid in the starting food that remains after the completion of
the small intestinal phase of digestion. The bioaccessibility was
calculated as the percentage of carotenoid in the filtered mixed micelle
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fraction generated during simulated digestion compared with that in
the starting material.
Carotenoid Extraction from Homogenized Foods, Chyme,
and Mixed Micellar Fractions. Portions of the homogenized foods,
the chyme, and the filtered micelle fraction were saponified with KOH
(30% w/v in MeOH) at 60 °C for 45 min in a shaking water bath at 60
rpm. Then, carotenoids were extracted using a modification of the
method of Kimura et al.28 MeOH:THF (1:1) was added to each
sample, and the tubes were vortexed for 1 min. Five volumes of hexane
were added, and the sample was vortexed for 1 min. The tubes were
centrifuged (3000g, 10 min, 4 °C), and the upper organic phases were
collected. The samples were re-extracted with MeOH:THF (1:1)
followed by hexane until the extract was colorless. The combined
supernatants were dried under a stream of nitrogen, and the film was
resolubilized in MeOH:MTBE (1:1) and immediately injected into an
HPLC for carotenoid analysis. All extracts were analyzed in triplicate.
The analysis of astaxanthin in the homogenized salad containing
salmon required a different method of extraction as this carotenoid
either was degraded during saponification or coeluted with the
chlorophylls in the nonsaponified extract. The pigments were extracted
from the starting material, chyme, and micelles by vortexing for 1 min
in 15 volumes of dimethylformamide (DMF).29 The extract was
repeatedly extracted with hexane. The combined hexane fractions that
retained the carotenes and the major portions of the chlorophyll
derivatives was discarded. To the remaining DMF fraction, a cold
solution of 2% Na2SO4 and an equal volume of hexane:diethyl ether
(15:10:10 (v/v/v)) were added, and the extract was vortexed and
centrifuged as above. The procedure was repeated, and the
supernatants containing astaxanthin were pooled, dried under nitrogen
gas, resolubilized in MeOH:MTBE (1:1), and injected into the HPLC
analytical column. Lutein was also quantified in this extract, and the
amount was compared to that obtained in the saponified extract from
the salad with salmon as a control (r = 0.99).
Carotenoid Analysis. With the exception of the astaxanthin
analysis, the carotenoids were separated as previously described using a
C30 YMC column (5 μm, 150 × 4.6 mm; Waters, Milford, MA)
protected by a C18 guard column (50 × 4.6 mm) in a Waters Alliance
2695 HPLC-DAD.30 The astaxanthin in the extracted, cooked, and
digested samples of salmon was separated on a YMC C30 column (250
× 4.6 mm, 5 μm) according to Weller and Breithaupt.31 UV−vis
spectra were processed at 450 nm, 480 nm (astaxanthin), 286 nm
(phytoene), and 347 nm (phytofluene). The major carotenoids in each
sample were identified on the basis of a combination of the following
data: the elution order for the reversed-phase chromatography, the
UV−visible-spectra characteristics (maximum absorption wavelength
(λmax), spectral fine structure (% III/II), and cis peak intensity (% AB/
AII)), cochromatography with authentic standards, and comparison
with the literature data.32,33 The carotenoids were quantified by
HPLC-DAD using five-point analytical curves of (all-E)-lutein (0.1−
1.9 μg/mL, r2 = 0.99), (all-E)-zeaxanthin (0.1−2.0 μg/mL, r2 = 0.99),
(all-E)-α-carotene (0.1−3.8 μg/mL, r2 = 0.99), (all-E)-β-carotene
(0.1−3.6 μg/mL, r2 = 0.99), (all-E)-lycopene (0.1−2.5 μg/mL, r2 =
0.99), (all-E)-phytoene (0.1−2.1 μg/mL, r2 = 0.99), (all-E)-
phytofluene (0.1−2.0 μg/mL, r2 = 0.99), and (all-E)-astaxanthin
(0.1−6.5 μg/mL, r2 = 0.99).
Statistical Analysis. The statistical analyses were conducted by the
Statistica 7.0 software. The means of carotenoid bioaccessibility within
the same method of digestion were compared by one-way ANOVA
followed by Tukey’s and Dunnett’s post hoc tests (α = 5%) for the
individual foods and mixed salads, respectively. In the latter, the salad
without the addition of egg or salmon was considered as the control.
The means of carotenoid content and bioaccessibility for the same
carotenoid in a given sample determined by the different digestion
methods were compared by Student’s t test for two independent
means. Pearson’s test of correlation was used, and the significant
differences were defined at 5%. The regression analyses were carried
out using the Origin 8.0 software.
Table 2. Carotenoid Contents in Individual Foods and Recoveries after in Vitro Digestions Using the Modified Original and
INFOGEST Methodsa
carotenoid content (μg·g‑1 fresh weight)
chyme recovery (%)
carotenoid sample starting food Modified Original INFOGEST Modified Original INFOGEST
(all-E)-β-carotene mango 2.7 ± 0.1 1.9 ± 0.0 2.6 ± 0.1 70 ± 1 b 98 ± 2 a
spinach 50.9 ± 0.2 39.2 ± 1.3 49.3 ± 1.4 77 ± 2 b 97 ± 3 a
carrot 81.5 ± 0.7 79.5 ± 0.5 77.2 ± 3.1 97 ± 1 a 95 ± 4 a
tomato 10.2 ± 0.5 8.7 ± 0.2 7.6 ± 0.1 85 ± 2 a 75 ± 1 b
(all-E)-α-carotene carrot 58.1 ± 0.4 56.9 ± 0.7 55.6 ± 1.8 98 ± 1 a 96 ± 3 a
(all-E)-β-cryptoxanthin papaya 3.3 ± 0.2 3.1 ± 0.0 2.9 ± 0.1 96 ± 1 a 88 ± 4 b
(all-E)-lycopene papaya 22.5 ± 0.5 18.6 ± 0.5 20.6 ± 1.0 83 ± 2 a 92 ± 4 a
tomato 66.4 ± 1.8 59.4 ± 2.3 66.3 ± 0.7 90 ± 3 b 100 ± 1 a
tomato paste 426.5 ± 5.9 420.9 ± 3.3 424.4 ± 1.3 99 ± 1 a 99 ± 1 a
(all-E)-astaxanthin salmon 41.8 ± 1.5 39.0 ± 0.7 34.9 ± 2.3 93 ± 2 a 84 ± 4 b
(all-E)-lutein spinach 75.5 ± 1.5 69.5 ± 1.1 74.6 ± 2.1 92 ± 1 b 99 ± 3 a
egg yolk 15.4 ± 0.1 14.1 ± 0.6 14.4 ± 0.3 92 ± 4 a 94 ± 2 a
(all-E)-zeaxanthin egg yolk 11.8 ± 0.1 11.7 ± 0.4 11.3 ± 0.3 99 ± 3 a 96 ± 3 a
(all-E/Z)-phytoene carrot 21.0 ± 0.5 19.9 ± 0.2 20.5 ± 1.5 95 ± 1 a 98 ± 7 a
papaya 1.4 ± 0.0 1.2 ± 0.0 1.4 ± 0.0 87 ± 3 b 100 ± 2 a
tomato 11.5 ± 0.2 9.1 ± 0.5 10.5 ± 0.3 79 ± 4 b 90 ± 3 a
tomato paste 44.9 ± 1.9 44.4 ± 0.2 44.2 ± 1.9 99 ± 0 a 98 ± 4 a
(all-E/Z)-phytofluene carrot 14.9 ± 0.3 15.1 ± 0.7 13.6 ± 1.1 101 ± 5 a 91 ± 7 a
papaya 2.7 ± 0.1 2.6 ± 0.1 2.5 ± 0.1 99 ± 3 a 92 ± 4 a
tomato 7.1 ± 0.1 5.5 ± 0.2 6.0 ± 0.2 78 ± 3 b 84 ± 2 a
tomato paste 41.2 ± 1.3 40.5 ± 1.5 42.7 ± 0.8 98 ± 2 b 103 ± 2 a
aThe carotenoids were quantified by HPLC-DAD using external analytical curves as described in the Materials and Methods. Recovery indicates the
percentage of the carotenoid in the food that was detected in the chyme at the end of the small intestinal phase of digestion (mean ± SD, n = 3).
Different lowercase letters in the same row indicate significant differences (t test, p < 0.05).
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■ RESULTS AND DISCUSSION
The digestion of foods and the salads using each method
included the oral, gastric, and small intestinal phases with
conditions simulating the fed state. The procedures differed in
the quantity of foods digested, the composition of added
solutions, the pH for each stage of the simulated digestions, the
final volumes for the oral and gastric phases, the activities of the
digestive enzymes, the amount of bile extract, and the duration
of the gastric phase (Table 1).
Carotenoid Stability during Digestion. The qualitative
and quantitative profiles of the identified carotenoids in the
foods (Table 2) were within the ranges reported in previous
literature.34 Representative chromatograms of the food samples
and chyme are shown in the Supporting Information (Figure
S2A−C). Despite the numerous differences in the procedures,
the recovery of the carotenoids in the chyme after the small
intestinal digestion generally was efficient and ranged from 70
to 103%, exceeding 90% for the majority of the digested foods
using either method (Table 2). Using the Modified Original
method, the recoveries of (all-E)-β-carotene after the digestions
of mango and spinach and of (all-E)-lycopene in chyme after
the digestion of tomato were significantly less than those from
INFOGEST. In contrast, the recoveries of (all-E)-β-carotene
and (all-E)-astaxanthin after the digestions of tomato and
salmon, respectively, were less when the INFOGEST procedure
was used compared with those of the Modified Original
method.
The relative stabilities of the carotenoids are similar to those
that have been previously reported by numerous authors using
static methods for simulated digestion, which are based on the
procedure originally reported by Garrett et al. and others.12,30,35
The efficient recovery of carotenoids upon completion of
digestion using the INFOGEST method (>80%) was also
reported for β- and α-carotene from black-carrot puree and
carotenoid-enriched oil,36 whereas the recoveries of carotenoids
and carotenoid esters from mandarin frozen pulp ranged from
57 to 103%.37
Carotenoid Bioaccessibility from the Digested Indi-
vidual Foods. We estimated carotenoid bioaccessibility by
quantifying the amount of carotenoid present in the
predigested foods that partitioned into the filtered aqueous
fraction (i.e., the mixed micelle fraction) during the small
intestinal phase of the in vitro digestion. The range of the
relative bioaccessibilities of the carotenoids in the tested foods
were 2−91% using the Modified Original method and 1−90%
with the INFOGEST method. In addition to the influence of
the food matrix on the bioaccessibility of specific carotenoids,
the extent of micellarization of the xanthophylls was
consistently greater than that of the carotenes (Figure 1 and
Table S1). The relative bioaccessibility of the xanthophylls
ranged from 67−91 and 36−90% using the Modified Original
and INFOGEST procedures, respectively. Similarly, the relative
bioaccessibilities for the α- and β-carotenes ranged from 18−
35% for foods digested by the Modified Original procedure and
14−46% when digested according to the INFOGEST method.
Partitioning of (all-E)-lycopene into mixed micelles during the
small intestinal phase of digestion of tomato and tomato paste
was much less efficient (<5%, Figure 1C and Table S1) than
those of the α- and β-carotenes (Figure 1B). There was an
inexplicable difference in the efficiency of micellarization of (all-
Figure 1. Bioaccessibility of carotenoids in individual samples as determined using the Modified Original (black bars) and INFOGEST (gray bars)
digestion methods. Relative bioaccessibility represents the percentage of the carotenoid in the predigested sample that partitioned into the mixed
micelles. The data are the means ± SD (n = 3). Significant differences among the foods within the Modified Original method are indicated by
different capital letters above the bars (p < 0.05, Tukey’s test). Significant differences among the foods within the INFOGEST method are indicated
by different lowercase letters above the bars (p < 0.05, Tukey’s test). Significant differences between the two digestion methods for the same
carotenoid in a given food are indicated by an asterisk above the bars within the Modified Original set of data (p < 0.05, t test).
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E)-lycopene from papaya when the fruit was digested by the
Modified Original and INFOGEST methods (15 vs 4%,
respectively, Figure 1C). The greater bioaccessibility of this
carotenoid in papaya than tomato is consistent with a previous
study.38 The inverse relationship between the hydrophobicity
of carotenoids and their efficiency of micellarization has been
previously reported.16,17,26,39,40 The incorporation of phytoene
and phytofluene into mixed micelles was similar to that of the
xanthophylls, suggesting that factors other than hydrophobicity
are important for the micellarization of these hydrocarbon
compounds. The efficient micellarization of phytoene and
phytofluene in the digested foods is similar to that in previous
reports.41−45
The micellarization of lutein and zeaxanthin (>80%) during
the digestion of the yolk from the hard-boiled eggs was greater
than the bioaccessibility of xanthophylls from the plant foods
(Figure 1 and Table S1). The micellarization of lutein during
the digestion of spinach was also efficient, as reported by
Reboul et al.17 The greater bioavailability of lutein from eggs
compared with that from spinach has been reported after
feeding human subjects a single meal containing equivalent
amounts of lutein.46 Schweiggert and Carle47 have suggested
this is due to the presence of the xanthophylls along with high
amounts of lipids and phospholipids in the LDL fraction of the
yolk. The transfer of astaxanthin from the digested, pan-fried
wild salmon to mixed micelles was significantly greater after
digestion using the Modified Original method (67%) compared
with that from the INFOGEST method (36%). The
bioaccessibility of astaxanthin after the digestion of raw wild
salmon using fasted conditions (i.e., lower amounts of digestive
enzymes and bile extract) was recently reported to be 38%.48
Similarly, the efficiencies of micellarization of lutein (75%) and
β-carotene (35%) in spinach in the present study when
digested according to the Modified Original method were also
higher compared with those from the digestion of spinach when
simulating the conditions in the gut lumen during the fasted
state (55 and 25%, respectively).30 The transfer of β-
cryptoxanthin to mixed micelles during digestion of papaya
by the Modified Original and INFOGEST methods was 69 and
42%, respectively. The results from the INFOGEST method
are similar to those recently reported for the same carotenoid
from mandarin frozen pulps (33−42%)37 but much greater
than the range of 0.02 to 9.8% for orange, tangerine, red
pepper, peach, watermelon, and persimmon digested using the
INFOGEST method.24 β-cryptoxanthin bioaccessibility in
beverages containing frozen pulp of the caja ́ fruit ranged
from 2.3 to 6.5% using the same digestion method.26 The
addition of soybean oil to the homogenized fruit (2.5 wt %/wt),
the freezing of the papaya prior to its digestion, and the
intrinsic differences in the matrices of papaya and the listed
fruits likely contributed to the disparity in the results found
using the INFOGEST method.
The transfer of β-carotene to mixed micelles was higher for
mango and spinach than for grape tomato and carrot regardless
of the method of digestion (Figure 1B, p < 0.05). Schweiggert
et al.38,40 also reported a higher bioaccessibility of β-carotene in
mango compared with the similar bioaccessibilities and
bioavailabilities of this carotenoid in tomato and carrot.
Carotenoids in carrot and tomato are present in large solid-
crystalline structures, which may contribute to their lower
bioaccessibility compared with that for mango.40,49 Unlike the
earlier reports, our results showed significant differences in the
bioaccessibilities of β-carotene in carrot and tomato. When
digested by the INFOGEST method, the bioaccessibilities of
this carotenoid in carrot and tomato was 14 and 31%,
respectively. In contrast, the bioaccessibility of β-carotene was
28% for carrot and 18% for tomato following digestion using
the Modified Original method. Similarly, the phytoene
bioaccessibilities from papaya and tomato after digestion by
the two methods had opposing profiles (Figure 1D).
The bioaccessibility of lycopene in tomato paste was affected
by its isomeric structure. (Z)-Lycopene (26.4 μg/g) accounted
for 5.8% of total lycopene (452.5 μg/g) in tomato paste (Figure
S2A). However, the mean efficiencies of micellarization of the
(Z)-isomers during digestion using the Modified Original and
INFOGEST methods procedure were 19 and 13%, respectively
(Figure S2D,E). In contrast, micellarization was 1 and 2% for
the (all-E)-isomer for the respective methods. The isomeric
profile of lycopene in chyme was similar to that in tomato paste
after digestion by either method (Figure S2B,C). The greater
Table 3. Bioaccessibility (%) of Carotenoids in Raw Mixed Vegetable Salad without or without Either Shelled Hard-Boiled Egg
or Pan-Fried Salmon Using the Modified Original and INFOGEST Methodsa
Modified Original INFOGEST
salad salad with egg salad with salmon salad salad with egg salad with salmon
carotenoid predicted experimental experimental experimental predicted experimental experimental experimental
(all-E)-α-carotene 30 10 ± 0.5 a * 24 ± 1.0 b * 28 ± 2.0 b * 20 12 ± 1.0 A 12 ± 0.3 A 22 ± 1.3 B
(all-E)-β-carotene 30 16 ± 1.1 a 28 ± 1.7 b * 32 ± 2.3 b * 25 16 ± 0.4 A 16 ± 0.5 A 27 ± 1.0 B
(all-E)-lycopene 4 4 ± 0.4 a * 5 ± 0.5 b * 3 ± 0.3 a * 2 2 ± 0.1 A 3 ± 0.3 B 2 ± 0.1 A
(all-E)-lutein 74 59 ± 1.9 a * 78 ± 1.1 b * 73 ± 1.9 b * 63 52 ± 1.3 A 69 ± 5.0 B 60 ± 0.9 B
(all-E)-astaxanthin    76 ± 4.9    69 ± 5.1
phytoene (all-E) + (Z) 74 66 ± 1.5 a * 62 ± 0.6 b * 63 ± 3.2 a * 59 57 ± 2.0 A 38 ± 2.1 B 52 ± 1.0 A
phytofluene (all-E) + (Z) 74 57 ± 1.3 a * 70 ± 1.9 b * 57 ± 4.3 a * 53 48 ± 3.0 A 30 ± 1.6 B 44 ± 1.4 B
aSimple salad contained spinach (30%), carrot (27%), and tomato (43%). Aliquots of either cooked egg or salmon (0.24 g/g total meal) were also
added to replicate samples of the salad. Bioaccessibility of carotenoids reflects the percentage of the quantity of carotenoids present in the starting
meal that was transferred to the mixed micelle fraction during simulated digestion. Predicted bioaccessibility of carotenoids, assuming there was no
effect from the more complex food matrix of multiple foods for a simple salad, was calculated from the amount of each vegetable or fruit present in
the salad and the bioaccessibility of the carotenoids in each of these foods when digested individually (Figure 1). Different lowercase letters in the
same row indicate significant differences (p < 0.05, Dunnett’s test) in relation to the control salad (without egg or salmon) for the Modified Original
method. Different capital letters in the same row indicate significant differences (p < 0.05, Dunnett’s test) compared with the values of the control
salad (without egg or salmon) for the INFOGEST method. Significant differences between the two methods of in vitro digestion for the same salad
are indicated by an asterisk within the Modified Original set of data (p < 0.05, t test).
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efficiency of micellarization of (Z)-lycopene compared to (all-
E)-lycopene was previously reported for gac (Momordica
cochinensis Spreng) fruit.39 The acyclic and rigid structure of
(all-E)-lycopene likely impedes its incorporation in mixed
micelles formed during small intestinal digestion.51 In contrast,
the (Z)-configuration confers a bent shape to the isomers,
which facilities their incorporation in mixed micelles.50 The
greater bioaccessibility of (Z)-isomers of lycopene compared
with that of (all-E)-lycopene seems to be the basis for the more
efficient absorption of the former.4,16,39,50
The above results collectively show that the recoveries of
carotenoids and their efficiencies of micellarization generally are
similar when several commonly consumed vegetables, fruits,
egg yolk, and salmon are digested by the Modified Original and
INFOGEST methods. There is a significant positive correlation
(r = 0.90, p < 0.05) between the two data sets and both
methods generated results that are well aligned with previous
literature.
Carotenoid Bioaccessibility in Mixed Salad with and
without Additional Animal Products. Carotenoid-rich
foods are consumed in a plethora of combinations in most
countries. Raw mixed vegetable salads with a protein source are
widely promoted as a healthy meal. Possible interactions when
co-consuming foods rich in carotenoids that affect the
bioaccessibility and bioavailability of these compounds remain
largely unexplored. Recently, it was reported that the addition
of scrambled egg to a vegetable salad enhanced the absorption
of carotenoids.52 We prepared a mixed vegetable salad
composed of raw baby-spinach leaves, carrots, and grape
tomatoes alone or with either hard-boiled egg (yolk plus egg
white) or pan-fried salmon. These salads were digested using
the Modified Original and INFOGEST methods to evaluate the
potential effect of co-consumption of carotenoid-rich vegetables
and animal food products on the in vitro bioaccessibility of
carotenoids.
The recovery of α- and β-carotenes, xanthophylls, and
lycopene after completion of the small intestinal phase of
digestion exceeded 81% for salads with and without added
animal protein, whereas the recovery of phytoene and
phytofluene was greater than 90% for the three different
types of salads (Table S2). Consistent with the bioaccessibility
of carotenoids after the digestion of single foods, the
micellarization of xanthophylls, phytoene, and phytofluene
exceeded that of α- and β-carotene and lycopene (Table 3).
We estimated the predicted bioaccessibilities of the
carotenoids in the mixed salads (Table 3) on the basis of the
amount of each component present in the meal and the
respective bioaccessibilities of these compounds when the
individual foods composing the salad were digested (Figure 1
and Table S1). This prediction assumed that there were no
interactions due to the increased complexity of the varied
matrices or potential interactions among carotenoids that
attenuated incorporation into mixed micelles. With the
exception of lycopene, the measured efficiencies of micellariza-
tion of carotenoids in mixed salads were lower (p < 0.05) than
those predicted using either method of digestion (Table 3).
This suggests that interactions among the constituents of the
various foods or among the carotenoids from the different
foods decreased carotenoid bioaccessibility. Tyssandier et al.53
reported that the bioavailabilities of lutein, β-carotene, and
lycopene were decreased when human subjects consumed
meals containing a second carotenoid-rich source compared
with those from meals with a single source rich in carotenoids.
The above results suggest that an attenuated transfer of
carotenoids to mixed micelles during small intestinal digestion
contributed to the observed decreases in bioavailability.
Moreover, the results in the present study suggest the
importance of assessing carotenoid bioaccessibility in complete
meals rather than assuming that the additional complexity of a
meal does not influence the bioaccessibilities determined for
the individual foods.
The addition of whole egg to the salad increased (p < 0.05)
the amounts of α- and β-carotene, lycopene, lutein, and
phytofluene incorporated in mixed micelles during digestion
using the Modified Original method (Table 3). When the salad
with egg was digested using the INFOGEST method, the
efficiencies of micellarization of only lycopene and lutein
increased compared with those during the digestion of the
simple salad. Moreover, the micellarization of phytoene and
phytofluene was approximately 40% less after the digestion of
the salad with the hard-boiled egg by the INFOGEST
procedure. Although the basis for the discrepancy between
the two methods is unclear, we noted that the viscosity of the
homogenized mixture containing salad and egg was greater for
the samples digested by the INFOGEST method compared
with that of the mixture digested according to the Modified
Original procedure. This difference was associated with the
relatively large quantity of food per reaction volume when
digesting according to INFOGEST, which may have affected
the access of the digestive enzymes to the food matrix.
The bioaccessibilities of carotenes and lutein but not
lycopene, phytoene, or phytofluene were enhanced when
salmon was added to salad regardless of the method of
digestion. Also, the bioaccessibility of astaxanthin in the
digested salad with salmon (69 ± 5.1%) using the INFOGEST
method greatly exceeded that when salmon was digested alone
(36 ± 1%) (Tables 3 and S1). It is possible that the increased
fat content in the salads containing egg and salmon may have
promoted the general increase in carotenoid bioaccessibility.
This is supported by previous findings that the bioaccessibilities
and secretion of lutein and β-carotene by Caco-2 cells were
affected by the type and amount of dietary fat added to a
western-style salad.16 Moreover, the co-consumption of foods
that provide some additional fat promotes the bioavailability of
carotenoids and other dietary lipophiles.54−56
The above results show that the recovery and relative
bioaccessibility of the carotenoids in the salad-based meals
combined with carotenoid-rich foods after digestion using
either the Modified Original or the INFOGEST method of
digestion were quite similar (salad, r = 0.99; salad with egg, r =
0.90; salad with salmon, r = 0.98). The addition of animal food
products to the mixed vegetable salad also provides nutrients
and other health-promoting components, such as essential
amino acids, bioactive peptides, unsaturated fatty acids, and
vitamins.
In summary, the two in vitro methods of digestion used in
this study provided similar estimates of carotenoid retention
and micellarization during digestion for various foods, including
fruits, vegetables, processed tomatoes, mixed vegetable salads,
and carotenoid-rich animal products. Therefore, these results
support the use of either the Modified Original model using
conditions that simulate the fed state or the INFOGEST model
of digestion to estimate carotenoid bioaccessibility. The
Modified Original method is less expensive than INFOGEST
as lesser quantities of digestive enzymes and bile extract are
required. It also is important to note that the method of
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simulated digestion with fasting conditions,12,30 which can be
coupled with the Caco-2-intestinal-cell model, remains a useful
option for investigating the uptake, metabolism, and transport
of compounds in digested foods, beverages, ingredients, and
supplements.
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Figure S1. Carotenoids evaluated in this study are among the most abundant in human diets.  
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Figure S2.  Representative chromatogram of carotenoids in tomato paste before and after digestion. 
A, indigested tomato paste; B chyme, Modified Original digestion; C, chyme, INFOGEST digestion; 
D, micelle fraction, Modified Original digestion; E, micelle fraction, INFOGEST digestion. 
Chromatograms of absorbance at 450 nm. Peak 1 = (all-E)--carotene; peak 2 = (Z)-lycopene isomer 
1; peak 3 = (Z)-lycopene isomer 2; peak 4 = (all-E)-lycopene.
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Table S1. Carotenoid Bioaccessibility of Individual Foods Digested by the Modified Original and INFOGEST Methods.  
Carotenoid Sample 
Carotenoid content (µg.g-1 fresh weight) 
Bioaccessibility (%) 
Starting food 
Micelle fraction 
Modified Original INFOGEST Modified Original INFOGEST 
(all-E)-β-carotene Mango   2.7 ± 0.1   0.9 ± 0.0 *   1.3 ± 0.0 35 ± 1 G *   46 ± 1 h,i 
 Spinach 50.9 ± 0.2 17.9 ± 0.1 * 19.8 ± 0.6 35 ± 0 G *  39 ± 1 j 
 Carrot 81.5 ± 0.7 22.9 ± 0.8 * 11.4 ± 0.3 28 ± 1 H * 14 ± 0 l 
 Tomato 10.2 ± 0.5   1.8 ± 0.1 *   3.0 ± 0.3         18 ± 1 I * 31 ± 1 k 
(all-E)-α-carotene Carrot 58.1 ± 0.4 17.6 ± 0.6 * 11.5 ± 0.2   30 ± 1 H,G* 20 ± 0 l 
(all-E)-β-cryptoxanthin Papaya   3.3 ± 0.2    2.3 ± 0.10 *   1.4 ± 0.0    69 ± 3 C,D *   42 ± 1 i,j 
(all-E)-lycopene Papaya 22.5 ± 0.5  3.4 ± 0.2 *   0.9 ± 0.1 15 ± 1 I *    4 ± 0 m 
 Tomato 66.4 ± 1.8 2.0 ± 0.1 *   1.1 ± 0.1   3 ± 0 J *    2 ± 0 m 
 Tomato paste       426.5 ± 5.9 7.0 ± 0.1 *   2.1 ± 0.2   2 ± 0 J *    1 ± 0 m 
(all-E)-astaxanthin Salmon 41.8 ± 1.5      27.9 ± 0.9 * 15.0 ± 0.3 67 ± 2 E *   36 ± 1 j,k  
(all-E)-lutein Spinach 75.5 ± 1.5      56.5 ± 0.3 * 46.9 ± 1.5   75 ± 0 B,C *    62 ± 2 d,e 
 Egg yolk 15.4 ± 0.1      12.3 ± 1.1 * 12.8 ± 1.0 80 ± 7 A,B             83 ± 6 a 
(all-E)-zeaxanthin Egg yolk 11.8 ± 0.1      10.7 ± 0.6 * 10.6 ± 0.7         91 ± 7 A            90 ± 6 a 
(all-E/Z)-phytoene  Carrot 21.0 ± 0.5      16.4 ± 0.5 * 14.0 ± 0.1  78 ± 2 B,C*       67 ± 1 b,c,d 
 Papaya   1.4 ± 0.0        0.7 ± 0.0 *   0.8 ± 0.0 53 ± 1 F *     59 ± 1 e,f 
 Tomato 11.5 ± 0.2  8.1 ± 0.3 *   6.0 ± 0.4   70 ± 2 D,E *    53 ± 2 f,g 
 Tomato paste 44.9 ± 1.9       40.8 ± 0.5 * 32.1 ± 0.3  91 ± 1 A *          71 ± 1 b 
(all-E/Z)-phytofluene Carrot 14.9 ± 0.3 11.6 ± 0.2 *   9.4 ± 0.1   78 ± 2 B,C *   63 ± 1 c,d,e 
 Papaya   2.7 ± 0.1 1.9 ± 0.1 *   1.4 ± 0.0     71 ± 2 C,D,E * 52 ± 1 g,h 
 Tomato   7.1 ± 0.1 4.8 ± 0.2 *   3.3 ± 0.2   68 ± 3 D,E *   48 ± 1 g,h,i 
 Tomato paste 41.2 ± 1.3       37.0 ± 0.4 * 28.8 ± 1.3 90 ± 1 A * 70 ± 3 b,c 
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Carotenoids were quantified by HPLC-DAD using external analytical curves (mean ± SD, n=3). Bioaccessibility represents the percentage of the 
carotenoid in the predigested sample that partitioned in mixed micelles. Data are mean ± SD (n=3). Significant differences among the carotenoids 
of different foods within the Modified Original method are indicated by different capital letters (p<0.05, Tukey’s test). Significant differences 
among the carotenoids of different foods within the INFOGEST method are indicated by different lowercase letters (p<0.05, Tukey’s test). 
Significant differences between the two digestion methods for the same carotenoid for a specific are indicated by an asterisk as superscript within 
the Modified Original set of data (p<0.05, t test). 
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Table S2. Carotenoid Recovery After in Vitro Digestion of Raw Mixed Vegetable Salads Without or With Either Hard-Boiled Egg or Pan-Fried 
Salmon Using Modified Original and INFOGEST Methods.   
Carotenoid 
Modified Original INFOGEST 
Salad 
Salad with  
Egg 
Salad with 
salmon 
Salad 
Salad with 
egg 
Salad with 
salmon 
(all-E)--carotene 96 ± 2 *         81 ± 5 85  1 83 ± 4 87 ± 5 90  2 
(all-E)--carotene         82 ± 3         91 ± 7 92  3 83 ± 2 90 ± 4 86  4 
(all-E)-lycopene 96 ± 2 * 94 ± 3 * 96  2 91 ± 1 85 ± 4 93  2  
(all-E)-lutein         87 ± 3         99 ± 2   94  2* 86 ± 4 96 ± 2  84  4 
(all-E)-astaxanthin - -   92  1* - -  85  3 
Phytoene 
(all-E) + (Z) 
98 ± 4 96 ± 2 * 94  2 99 ± 2 101 ± 2  93  3 
Phytofluene 
(all-E) + (Z) 
97 ± 5       100 ± 2 96  2 97 ± 2 99 ± 3 93  2  
Recovery indicates the percentage of carotenoid in the food that was detected in chyme at the end of the small intestinal phase of digestion (mean 
± SD, n=3). Significant differences between the mean for the two methods of in vitro digestion for the same salad are indicated by an asterisk as 
superscript within the Modified Original set of data (p<0.05, t test). 
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DISCUSSÃO GERAL 
A identificação e a quantificação de carotenoides dos alimentos são base 
do conhecimento consolidado e crescente sobre fontes destes compostos e sua 
documentação em tabelas de composição, por sua vez, ajudam a guiar estratégias 
dietéticas para combater as deficiências passíveis de prevenção como a de vitamina 
A, bem como promover a diversidade alimentar. Estudos de bioacessibilidade 
associados à análise da composição de carotenoides nos alimentos avançam para 
uma orientação mais ajustada, selecionando fontes de alimentos mundialmente ou 
localmente disponíveis que possam fornecer adequadamente carotenoides diversos 
e facilmente acessíveis à dieta, além de servir de base para estudos in vivo.  
No que se refere aos ésteres de carotenoides, não só os trabalhos que 
tratam da sua identificação e quantificação em alimentos são restritos, como são raros 
os estudos que abordam a sua bioacessibilidade in vitro. Considerando que alimentos 
e suplementos alimentares comumente consumidos contêm ésteres de carotenoides, 
estudos sobre as mudanças que esses compostos sofrem durante a digestão e 
absorção são importantes para que se chegue a um consenso sobre a influência da 
esterificação no comportamento gastrointestinal e absorção desses compostos, e para 
que em um futuro próximo se estabeleça diretrizes dietéticas corretas para sua 
ingestão. Para esse propósito, são necessários mais dados qualitativos e quantitativos 
sobre a composição nativa de carotenoides de alimentos, já que até o momento 
nenhuma tabela de composição de alimentos apresenta essa informação. Porém, 
para atingir tais objetivos, é necessário o aperfeiçoamento de técnicas analíticas e 
procedimentos que possam facilitar a identificação e quantificação correta destes 
compostos, o que é um desafio.  
Diante deste cenário, a primeira parte desta tese buscou contribuir com o 
estudo da composição de carotenoides e ésteres de carotenoides em um alimento 
localmente disponível, uma fruta da Amazônia chamada murici. Este estudo foi 
viabilizado através do desenvolvimento de um procedimento de limpeza pré-
cromatográfico e aplicação de método de cromatografia líquida de alta eficiência 
acoplada aos detectores de arranjo de diodos e de massas em tandem (HPLC-DAD-
MS/MS). Esta fruta vem sendo estudada por nosso grupo de pesquisa nos últimos 5 
anos e, apesar do sucesso na realização de vários estudos (Mariutti et al., 2013; 
Mariutti et al., 2014), a identificação de sua composição nativa de carotenoides era 
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considerada um desafio. A supressão da detecção da molécula protonada ou dos 
fragmentos de carotenoides no espectro de massas impedia a identificação destes 
compostos, e de fato, era possível identificar apenas 4 diésteres e 2 xantofilas livres 
nestas condições. Quando a saponificação é omitida para proteger a estrutura nativa 
dos carotenoides, compostos interferentes, especialmente triacilglicerois (TAG), 
permanecem no extrato não-saponificado e prejudicam a análise de ésteres de 
carotenoides por HPLC-DAD-MS/MS, principalmente em frutas que possuem uma 
elevada quantidade de lipídeos, como o murici (14% base seca). A necessidade de 
uma etapa de limpeza era evidente, mas os métodos disponíveis na literatura, 
baseados no uso de separação por polaridade, não vinham de encontro ao nosso 
objetivo de analisar o perfil completo de carotenoides ou usavam enzimas de difícil 
aquisição no Brasil. Neste sentido, um novo método foi desenvolvido para remover os 
interferentes do extrato. O procedimento aplicado consistiu na separação física de 
lipídeos em temperatura de congelamento seguida de cromatografia em coluna aberta 
em MgO e terra diatomácea, cujo mecanismo de separação depende do número e 
disposição das ligações duplas conjugadas (l.d.c.) presentes nas moléculas. Apesar 
da polaridade semelhante, carotenoides e ésteres de carotenoides possuem um 
extenso sistema de l.d.c. em contraste com outros lipídeos, permitindo sua separação. 
O procedimento de duas etapas não só removeu de forma eficiente os lipídeos 
interferentes como também preservou o perfil nativo do extrato não saponificado de 
murici, fato demonstrado por HPLC-DAD-MS/MS. Após a realização da limpeza, 35 
carotenoides foram identificados no extrato de murici, sendo 6 carotenoides livres, 14 
monoésteres, e 15 diésteres. Em outras palavras, 29 novos compostos foram 
identificados, alguns deles em baixa concentração no extrato, confirmando que 
procedimentos de limpeza são essenciais para a análise de ésteres de carotenoides 
por LC-MS em alimentos com alto teor de lipídeos, além de protegerem a coluna 
analítica e a fonte de ionização de impurezas da amostra. A composição nativa de 
carotenoides de murici é composta basicamente por ésteres de luteína, mas as 
xantofilas neocromo, zeaxantina, violaxantina e -criptoxantina também foram 
encontradas na forma esterificada. Os ácidos graxos cáprico (10:0), láurico (12:0), 
mirístico (14:0) e palmítico (16:0) foram encontrados acilados às xantofilas, enquanto 
a análise de ácido graxos da fruta mostrou presença majoritária de ácidos graxos 
insaturados, principalmente oleico e linoleico, corroborando a falta de relação entre o 
perfil de ácidos graxos da fruta e os resíduos de ácidos graxos encontrados nos 
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ésteres de xantofilas, observada em alguns estudos com outras frutas. Em síntese, 
este estudo forneceu uma identificação detalhada, por HPLC-DAD-MS/MS, dos 
carotenoides e seus ésteres em frutos de murici. Ainda, apresentou um procedimento 
de limpeza simples, que utiliza reagentes e uma técnica de usos recorrentes em 
laboratórios de análise de pigmentos, e que pode ser facilmente aplicado a diferentes 
amostras com alto teor de lipídeos para permitir a identificação da sua composição 
nativa de carotenoides. HPLC-DAD-MS/MS é a técnica de escolha para análise de 
ésteres de carotenoides devido à sua complexidade.  
Como os métodos de digestão in vitro para determinar a bioacessibilidade 
de diferentes componentes dos alimentos apresentam condições muito diferentes, em 
2014 um método de digestão in vitro estático padronizado para matrizes alimentícias 
em geral foi publicado, como resultado de uma ação da European Cooperation in 
Science and Technology (COST) (Minekus et al., 2014). A ação INFOGEST 
“Improving health properties of food by sharing our knowledge on the digestive 
process” da COST tem como principal meta promover a harmonização dos modelos 
de digestão atualmente utilizados para garantir a comparação dos resultados entre 
diferentes laboratórios. Este modelo foi publicado como um consenso internacional, 
endossado e recomendado por especialistas internacionais no assunto. 
Consequentemente, laboratórios de todo o mundo vêm buscando implementar este 
método. No entanto, dois desafios foram constatados em nosso laboratório. Primeiro, 
o método INFOGEST consiste de um protocolo geral e não aborda passos importantes 
de um estudo de bioacessibilidade de carotenoides, levando a necessidade de 
adaptação. Segundo, ele tem se mostrado mais caro, demorado e laborioso que os 
métodos de digestão in vitro tradicionalmente utilizados, o que se deve principalmente 
à determinação da atividade específica das enzimas. De fato, a principal diferença 
deste método para os demais métodos estáticos está na forma de adição das enzimas 
digestivas durante o processo. Enquanto nos métodos comumente utilizados as 
enzimas são adicionadas em concentração (p/v da mistura digestiva), o método 
INFOGEST indica a adição de enzimas em termos de atividade específica (U/mg, 
determinada em cada laboratório antes da realização de experimentos de digestão). 
Este procedimento procura evitar variações devido às diferentes capacidades 
catalíticas apresentadas pelas preparações de enzimas comercialmente disponíveis 
e garantir a comparação dos dados. Na prática, no entanto, os métodos para a 
determinação da atividade enzimática são trabalhosos, demorados, devem ser 
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realizados periodicamente, e aumentam consideravelmente o custo das análises com 
a aquisição de substratos e reagentes. Estas dificuldades nos levaram a avaliar as 
diferenças que poderiam ser encontradas comparando os resultados obtidos com o 
método INFOGEST e modelos de digestão in vitro relativamente simples e 
consolidados na literatura (Garrett et al., 1999 e Xavier et al., 2014) para a análise da 
bioacessibilidade de carotenoides e ésteres de carotenoides. 
Apesar das dificuldades elencadas acima, a adaptação do método 
INFOGEST para a análise da bioacessibilidade in vitro de compostos lipofílicos foi 
efetivamente alcançada. O acoplamento de duas etapas adicionais ao procedimento 
de digestão (uma etapa de separação da fração aquosa contendo micelas mistas por 
centrifugação a 20000 g e a extração de carotenoides das micelas com solvente 
orgânicos) permitiu a determinação da bioacessibilidade in vitro de carotenoides de 
murici, que também foi determinada após digestão simulada utilizando o protocolo de 
Xavier et al. (2014), mais simples e já utilizado em nosso laboratório. Em ambos os 
métodos, a hidrólise de ésteres de carotenoides foi incompleta e tanto formas livres 
como esterificadas foram micelarizadas após a digestão in vitro. A faixa de valores de 
bioacessibilidade encontradas após a digestão in vitro com o método INFOGEST 
variou de 19 a 29%, 17 a 25%, 17 a 28%, para carotenoides livres, monoésteres e 
diésteres, respectivamente, enquanto utilizando o método Xavier estas faixas foram 
de 13 a 21%, 14 a 25% e 4 a 19% para as respectivas formas de carotenoides. Apesar 
da aparente similaridade, a avaliação da média de bioacessibilidade por classe 
mostrou que, no geral, a eficiência de micelarização foi maior durante a digestão in 
vitro usando o método INFOGEST, o que também foi notado na bioacessibilidade total 
(22% em contraste com 15%). Além disso, enquanto os diésteres foram geralmente 
micelarizados em menor extensão que xantofilas e monoésteres, o diéster (Z)-
violaxantina dipalmitato apresentou eficiência de micelarização semelhante à 
apresentada por xantofilas livres independentemente do método aplicado. Desta 
forma este estudo forneceu pela primeira vez valores de bioacessibilidade individuais 
para carotenoides e seus ésteres após a digestão in vitro pelo método INFOGEST, o 
que permitiu constatar as diferenças de micelarização dependendo da estrutura dos 
diferentes carotenoides. Mais estudos são necessários para entender se o fator 
determinante para estes achados é a extensão de hidrólise ou diferenças de 
transferência ou incorporação nas micelas mistas, bem como o papel da estrutura e 
forma assumida pelos diferentes ésteres de carotenoides. Além disso, estes 
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resultados indicaram a necessidade de padronização do protocolo para a análise de 
bioacessibilidade de ésteres de carotenoides.  
Dentro do contexto apresentado, na última parte desta tese foi realizada 
uma comparação sistemática dos resultados de bioacessibilidade obtidos com o 
método INFOGEST, adaptado para a análise de carotenoides, com o primeiro método 
de digestão in vitro adaptado para carotenoides, ao qual chamamos “Original” (Garrett 
et al., 1999). Desde sua publicação em 1999 por pesquisadores americanos, este 
método vem sendo tradicionalmente empregado por laboratórios em todo o mundo, e 
seus resultados foram correlacionados com métodos in vivo (Reboul et al., 2006). Para 
esta comparação, fontes de carotenoides amplamente consumidas formaram o 
conjunto de amostras, e os carotenoides mais prevalentes da dieta humana foram 
monitorados. Além de serem uma das principais fontes de carotenoides da dieta, estas 
amostras apresentam diversidade de composição química, de formas de deposição 
física de carotenoides e diferentes níveis de processamento, permitindo uma 
avaliação abrangente das possíveis diferenças entre os métodos de digestão in vitro 
estudados. Além disso, alimentos ricos em carotenoides são consumidos em 
diferentes combinações, mas pouco estudos de bioacessibilidade abordam o impacto 
das interações devido a co-digestão de alimentos na micelarização dos carotenoides. 
Nesse sentido, o possível efeito da co-digestão simulada de salmão e ovo cozido com 
uma salada vegetal na bioacessibilidade in vitro de carotenoides foi avaliada por 
ambos os métodos. Apesar da variedade de amostras, algumas observações gerais 
foram encontradas após a digestão in vitro por ambos os métodos. Todos os 
carotenoides monitorados foram geralmente estáveis durante a digestão simulada 
(recuperação ≥ 70%), e a eficiência de micelarização das xantofilas superou a dos 
carotenos independentemente da amostra e do método empregados, com exceção 
dos carotenos fitoeno e fitoflueno. Ainda, embora diferentes faixas de valores de 
bioacessibilidade tenham sido obtidos pelos métodos INFOGEST e Original em alguns 
casos, no geral ambos os métodos classificaram as amostras na mesma ordem de 
bioacessibilidade de carotenoides. Por exemplo, não foram observadas diferenças na 
bioacessibilidade de xantofilas de gema de ovo entre os dois métodos de digestão, 
enquanto a micelarização de xantofilas de espinafre, mamão e salmão foi maior 
quando o método Original foi aplicado. No entanto, de acordo com ambos os métodos 
de digestão, a -criptoxantina de mamão foi tão bioacessível quanto a astaxantina de 
salmão, e ambas foram menos bioaccessíveis do que a luteína de espinafre. 
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Consequentemente, apesar dos diferentes valores absolutos de bioacessibilidade 
para as amostras analisadas individualmente pelos métodos INFOGEST e Original, 
em geral ambos forneceram a mesma informação, e uma correlação positiva 
significativa (r = 0,90, p <0,05) foi encontrada entre os dois conjuntos de dados. Outra 
contribuição deste estudo foi mostrar que ovo cozido e salmão aumentaram a 
bioacessibilidade de alguns carotenoides quando co-digeridos com vegetais ricos em 
carotenoides. A adição de ovo cozido à salada vegetal aumentou a bioacessibilidade 
in vitro de luteína e licopeno independentemente do método de digestão empregado, 
enquanto o aumento na bioacessibilidade de -caroteno, -caroteno e fitoflueno foi 
observado apenas após a digestão com o método Original Modificado. Utilizando 
ambos os métodos, a adição de salmão à salada aumentou a micelarização de -
caroteno, -caroteno e luteína. Esses resultados in vitro corresponderam ao efeito 
relatado in vivo para o co-consumo de ovos com uma salada vegetal (Kim et al., 2015), 
e sugerem que a quantidade de carotenoides disponível para absorção e consequente 
bioatividade pode ser potencialmente aumentada através do consumo desses 
alimentos ricos em carotenoides na mesma refeição. Além da confiabilidade preditiva, 
é notável a similaridade dos resultados fornecidos para os modelos de digestão 
Original e INFOGEST. Correlações significativas foram encontradas entre os valores 
de bioacessibilidade gerados pelos dois métodos (para salada r = 0,99; salada com 
ovo r = 0,97; salada com salmão r = 0,99). Por fim, a predição da bioacessibilidade de 
carotenoides em saladas através dos dados de suas respectivas bioacessibilidades 
nos vegetais separados foi maior do que o valor experimental de bioacessibilidade in 
vitro obtido, reforçando a necessidade de estudos de interação e mostrando a 
relevância de determinar a bioacessibilidade de alimentos na refeição final. 
 Em face aos dados apresentados, esta tese forneceu resultados 
aplicáveis para a comunidade científica interessada tanto em identificação quanto em 
bioacessibilidade in vitro de carotenoides. Apesar dos desafios enfrentados, com os 
resultados inéditos obtidos durante este período 3 artigos foram publicados em 
periódicos internacionais indexados.  
Além disso, muitos pontos relacionados à bioacessibilidade de 
carotenoides e ésteres de carotenoides e aos métodos de digestão in vitro ainda 
precisam ser avaliados, e dão visibilidade a trabalhos futuros. Dentre eles, destacam-
se aspectos referentes ao método INFOGEST. A ampla gama de resultados de 
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bioacessibilidade de carotenoides encontrados na literatura com o uso do método 
INFOGEST sugere que uma padronização adicional, ou seja, um maior consenso na 
preparação da amostra e no procedimento para obter a fração micelar entre os grupos 
de pesquisa interessados em carotenoides geraria resultados mais comparáveis. 
Ainda, a adaptação deste método para o acoplamento com o modelo de células 
absortivas intestinas Caco-2 seria útil para estimar a assimilação de carotenoides e 
outros nutrientes e compostos bioativos. Sobretudo, apesar do crescente número de 
publicações usando o método padronizado INFOGEST, sua correlação com dados in 
vivo ainda não foi estabelecida, indicando a necessidade deste estudo.  
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CONCLUSÃO GERAL  
O procedimento de limpeza pré-cromatográfico baseado na separação 
física de lipídeos à baixa temperatura seguida de cromatografia em coluna aberta em 
MgO e terra de diatomácea foi eficiente para remover lipídeos interferentes do extrato 
não saponificado de murici. O método é simples e de baixo custo, e pode ser 
facilmente aplicado a diferentes amostras com alto teor de lipídeos.  
A sequência analítica composta por métodos de limpeza e de separação e 
identificação em HPLC-MS desenvolvidos no presente trabalho permitiu a 
identificação de 35 carotenoides em murici (seis carotenoides livres, 14 monoésteres, 
e 15 diésteres), sendo (all-E)-luteína, (all-E)-zeaxantina, (all-E)-luteína-3-O-miristato e 
(all-E)-luteína dimiristato os compostos majoritários. A composição nativa de 
carotenoides de murici é composta basicamente por ésteres de luteína, mas ésteres 
de neocromo, zeaxantina, violaxantina e -criptoxantina também foram encontrados. 
Ácidos graxos saturados cáprico, láurico, mirístico e palmítico foram encontrados 
acilados às xantofilas apesar da presença majoritária de ácidos graxos insaturados na 
fruta de murici, indicando acilação seletiva dos carotenoides. 
O método de digestão in vitro padronizado (INFOGEST, Minekus et al., 
2014) foi adaptado para análise de carotenoides e ésteres de carotenoides com as 
etapas de separação da fração micelar e extração de carotenoides, e aplicado com 
sucesso na determinação da bioacessibilidade in vitro de carotenoides de murici. A 
hidrólise de ésteres de carotenoides foi incompleta e tanto formas livres como 
esterificadas foram micelarizadas após a digestão in vitro. Em geral, este método 
forneceu valores de bioacessibilidade de carotenoides maiores do que os resultados 
obtidos usando o método mais simples de Xavier et al. (2014), que já vinha sendo 
empregado em nosso laboratório. Este é o primeiro registro de identificação 
sistemática de ésteres de carotenoides por HPLC-DAD-MS/MS após a digestão in 
vitro usando o protocolo INFOGEST. 
Apesar de diferenças pontuais de valores em alguns casos, no geral o 
método de digestão in vitro Original Modificado (Garrett et al., 1999) e o método 
padronizado INFOGEST adaptado para carotenoides forneceram estimativas 
correspondentes de estabilidade digestiva e bioacessibilidade (r  0,9, p<0,05) durante 
a digestão de alimentos ricos em carotenoides variados, incluindo frutas, vegetais, 
tomate processado, salada vegetal e produtos de origem animal. Xantofilas de gema 
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de ovo apresentaram a maior eficiência de micelarização por ambos os métodos, e 
para todas as amostras a eficiência de micelarização para os diferentes carotenoides, 
em ordem decrescente, foi xantofilas ~ fitoeno ~ fitoflueno > -caroteno ~ -caroteno 
> licopeno, independentemente do método de digestão. A adição de ovo cozido à 
salada vegetal promoveu a micelarização de luteína e licopeno, enquanto a adição de 
salmão aumentou a bioacessibilidade de -caroteno, -caroteno e luteína quando 
ambos métodos de digestão foram empregados.  
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